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Résumé : 
 Les biocapteurs sont des moyens d’analyse en plein essor à la fois rapides, sélectifs et 
peu coûteux applicables à des domaines extrêmement variés (environnement, santé, 
agroalimentaire,…). Dans ce type d’outil, un élément sensible de nature biologique (anticorps, 
enzyme, microorganisme, ADN…) doté d’un pouvoir de reconnaissance pour un analyte ou 
un groupe d’analytes est associé à un transducteur pouvant être de type électrochimique, 
optique ou thermique.  
 Dans ce travail, nous nous sommes intéressés au développement de trois biocapteurs 
utilisant des enzymes de la famille des oxydo-réductases (alcool oxydase, lactate oxydase et 
formaldéhyde déshydrogénase) pour la détection d’analytes d’intérêt dans le domaine de 
l’agroalimentaire ou de l’environnement (alcools, lactate et formaldéhyde). Les trois enzymes 
ont été immobilisées sur des microélectrodes interdigitées en or en vue d’une détection 
conductimétrique. Nous avons cherché à mieux comprendre le fonctionnement des 
biocapteurs et optimisé le procédé d’immobilisation des enzymes ainsi que différents 
paramètres de fabrication ou de mesure afin de maximiser les performances analytiques des 
outils développés (sélectivité, limite de détection, reproductibilité, stabilité). Nous avons 
également démontré les potentialités d’application des deux biocapteurs conductimétriques à 
base de lactate oxydase et de formaldéhyde déshydrogénase pour la détection du lactate dans 
les produits laitiers et du formaldéhyde dans les eaux.  
Mots-clés : Biocapteurs, conductimétrie, alcool oxydase, lactate oxydase, formaldéhyde 
deshydrogénase.  
Abstract : 
Biosensors are rapid, selective and inexpensive devices that combine a biological 
recognition element, the so-called bioreceptor (e.g. enzymes, antibodies, DNA or 
microorganisms) to a physical transducer (e.g. electrochemical, optical, thermal or 
piezoelectrical). They can be used to detect one specific analyte or one family of analytes for 
a wide range of applications (e.g. environment, food, health).    
In this work, we developed biosensors based on three oxidoreductases (alcohol 
oxidase, lactate oxidase and formaldehyde dehydrogenase) for primary alcohols, lactate and 
formaldehyde analysis. The three enzymes were immobilized on interdigitated gold 
microelectrodes in view of conductometric detection. We tried to achieve a better 
understanding of biosensors processing and optimized enzyme immobilization as well as 
several fabrication or operational parameters to maximize analytical performances 
(selectivity, detection limit, reproducibility and stability). We also demonstrated the 
applicability of both conductometric biosensors based on lactate oxidase and formaldehyde 
dehydrogenase for the detection of lactate in dairy products and formaldehyde in waters.                      
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L’industrialisation intensive ainsi que les utilisations agricoles et domestiques d’un 
nombre croissant de produits chimiques ont conduit à la dissémination de nombreux 
composés dans l’environnement, à l’origine d’une pollution importante des écosystèmes. Ces 
composés peuvent avoir de graves répercussions sur la santé des organismes vivants, en 
particulier celle de l’Homme. Il existe donc à l’heure actuelle une forte demande pour des 
méthodes d’analyse rapides et peu coûteuses permettant le suivi des polluants chimiques 
présents dans l’environnement et l’évaluation de leurs effets toxiques. Ces outils permettraient 
également de diminuer les coûts d’analyse dans le domaine de l’agroalimentaire et l’analyse 
clinique. Les méthodes classiques disponibles actuellement dans ces différents domaines sont 
en effet souvent longues à mettre en œuvre et onéreuses, et nécessitent du personnel 
hautement qualifié.
 Parmi les dispositifs capables de répondre à cette demande figurent les biocapteurs qui 
associent un élément sensible de nature biologique (anticorps, enzyme, microorganisme, 
ADN…) doté d’un pouvoir de reconnaissance pour un analyte ou un groupe d’analytes à un 
transducteur pouvant être de type électrochimique, optique ou thermique. Un grand nombre 
de travaux ont été consacrés ces dernières décennies au développement de biocapteurs pour 
des applications très variées dans le domaine de la santé, l’environnement ou le contrôle 
qualité des produits agroalimentaires. Des progrès essentiels ont été réalisés en matière de 
miniaturisation des transducteurs (nanoélectrodes, nanoguides d’onde, BioMEMs) permettant 
d’envisager une réduction importante de la quantité d’entité biologique nécessaire à la 
réalisation du biocapteur, mais également l’intégration dans des laboratoires sur  puce. Des 
progrès dans les domaines de la numérisation et de la transmission des données ainsi que de 
leur traitement permettent à présent la réalisation de microarrays pour la multidétection de 
polluants. Cependant, très peu de systèmes ont à ce jour été commercialisés. En effet, 
d’importants efforts restent encore à réaliser pour l’obtention d’outils robustes et sensibles 
utilisables en routine. 
 Dans ce contexte, le travail  réalisé visait à mieux comprendre et à optimiser le 
fonctionnement de trois biocapteurs en vue de la détection conductimétrique d’analytes 
d’intérêt environnemental ou alimentaire. Ces trois biocapteurs avaient pour point commun 
d’utiliser comme biorécepteurs des enzymes de la famille des oxydo-réductases immobilisées 
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sur des microélectrodes interdigitées en or. Ces enzymes (alcool oxydase, AOX, lactate 
oxydase, LOX, et formaldéhyde déshydrogénase, FDH) présentent des structures quaternaires 
multimériques dont la dissociation, sous l’effet de l’immobilisation sur le transducteur, peut 
conduire à leur inactivation. L’AOX et la LOX sont toutes les deux des oxydases, mais 
l’AOX est déjà connue pour ses problèmes de stabilité en solution. La LOX, quant à elle, est 
rapportée comme catalysant spécifiquement l’oxydation de l’énantiomère L-lactate (par 
rapport au D-lactate) en solution. On peut imaginer que l’immobilisation de ces deux enzymes 
puisse avoir un effet sensible sur leur activité et leur sélectivité. La FDH enfin a été choisie 
comme représentant de la catégorie des réductases et nécessite la participation d’un co-
facteur, contrairement aux deux oxydases. Dans chacun des cas, nous nous sommes attachés à 
optimiser différents paramètres de fabrication ou de mesure afin de maximiser les 
performances des biocapteurs en terme de sélectivité, de limite de détection, de 
reproductibilité et de stabilité. Nous avons par ailleurs étudié l’effet de l’association des 
oxydases à une deuxième enzyme, la péroxydase de raifort (HRP), ainsi que l’ajout d’une 
membrane ionique, le Nafion, dans le cas de la déshydrogénase. Nous avons enfin évalué les 
potentialités d’application des deux biocapteurs conductimétriques à base de LOX et FDH à 
l’analyse d’échantillons réels.  
 Ce mémoire est organisé en quatre chapitres. Le premier chapitre est consacré aux 
biocapteurs (principe de fonctionnement, différents constituants, modes de transduction, 
techniques d’immobilisation des biorécepteurs), aux enzymes (classification, structure et 
mécanisme catalytique, cinétique) et aux interactions enzyme/transducteur.  
 Les chapitres suivants regroupent l’ensemble des résultats de ce travail. Le deuxième 
chapitre concerne le développement du biocapteur à AOX pour la détection des alcools 
primaires à chaînes courtes, le troisième décrit les résultats obtenus pour le biocapteur à LOX 
(détection du lactate) et le dernier présente l’étude du biocapteur à FDH visant la détection du 
formaldéhyde. 
 Une synthèse des résultats est enfin réalisée dans la conclusion où nous avons essayé 
de dégager des tendances et tenter de relier les comportements communs ou individuels des 
enzymes vis-à-vis de la méthode d’immobilisation par la vapeur de GA ou de certains autres 
paramètres avec les caractéristiques de ces enzymes. La conclusion se termine par les 
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I.1 Définition et fonctionnement des biocapteurs  
«Biosensor» (en français «biocapteur») 
A device that uses specific biochemical reactions mediated by isolated enzymes, tissues, 
immunosystems, organelles or whole cells to detect chemical compounds usually by electrical, 
thermal or optical signals. 
Glossary for chemists of terms used in biotechnology (IUPAC) Recommendations 1992, page 148
I.1.1 Histoire des biocapteurs 
On peut dire que l’histoire des biocapteurs a débuté dans les années 1950 grâce au 
développement par L.C Clark d’une électrode permettant de mesurer l’oxygène dissous dans le sang 
des patients ayant subi des interventions chirurgicales1. Par la suite, Lyons et Clark2 ont proposé de 
coupler cette électrode à une enzyme en vue d’une application dans le domaine de la chirurgie cardio-
vasculaire. Dans ce premier biocapteur, l’enzyme glucose oxydase (GOD), immobilisée sur 
l’électrode à oxygène via une membrane de dialyse, catalysait l’oxydation du glucose en consommant 
l’oxygène. Dans les années qui ont suivi, de nombreuses études ont été réalisées afin de mieux 
comprendre le fonctionnement de ce premier biocapteur à glucose3 ou dans le but d’appliquer son 
principe au développement d’autres biocapteurs enzymatiques. On peut ainsi citer par exemple le 
biocapteur potentiométrique proposé par Guilbault et Montalvo en 1969 pour la détection de l’urée 4. 
Mais ce n’est qu’en 1975 que le premier biocapteur à glucose basé sur  la détection ampérométrique 
du peroxyde d'hydrogène (H2O2) fut commercialisé par la société Yellow Springs Instrument (Ohio, 
Amérique). 
Depuis, l’engouement pour ce type d’outil n’a cessé de croître, conduisant à des évolutions 
considérables. Les enzymes ont été remplacées par des bactéries dans les biocapteurs proposés par 
Diviès5 dans la dernière moitié des années 70. L’incorporation du biocapteur à glucose 
électrochimique dans le pancréas a pu être réalisée par Clemens et al6. A la même période, un 
biocapteur enzymatique utilisant la lactate déshydrogénase (LDH), a été commercialisé par Roche 
(Suisse) pour la détection du lactate. Il a été le précurseur d’une nouvelle génération de biocapteurs 
employant un médiateur soluble, les sels de ferrocyanure, dont le rôle est d’améliorer le transfert des 
électrons issus de la réaction enzymatique entre les biomatériaux et l’électrode. L’utilisation de ces 
sels et de leurs dérivés a été ensuite étendue aux capteurs utilisant des oxydoréductases, telles que la 
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GOD7 en 1984. Des anticorps ont également été employés pour la construction d’immuno-capteurs8. 
De nouvelles techniques de détection permettant le suivi en temps réel des réactions d’affinité, telle 
que la Résonance plasmonique de surface (SPR), ont été développées dans les années 90. C’est 
également à cette époque qu’ont été commercialisées par la société MediSense’s les premières 
électrodes de carbone sérigraphiées.  
Enfin, les progrès réalisés dans le domaine des biocapteurs depuis le début du 21ème siècle ont 
été possibles grâce à l’évolution des micro- et des nanotechnologies, des sciences des matériaux, de 
la biotechnologie ou de l’informatique. Les chercheurs sont maintenant capables d’isoler et de 
manipuler des structures, telles que l’ADN ou les récepteurs, de les associer avec des nanotubes de 
carbones ou des nanoparticules d’or ou d’argent. Les transducteurs sont par ailleurs de natures très 
variées et de tailles de plus en plus petites. Les performances et la simplicité de fonctionnement des 
biocapteurs ont été fortement améliorées. Les techniques de traitement du signal deviennent plus 
rapides et précises. La possibilité de combiner une large gamme d’entités biologiques et de 
transducteurs permet la résolution de problèmes analytiques très variés dans le domaine de la santé, 
de l’agroalimentaire ou encore de l’environnement. 
I.1.2 Généralités sur les biocapteurs 
I.1.2.1 Définition et fonctionnement général du biocapteur 
 Le biocapteur est un outil analytique permettant, grâce à l’alliance entre une entité 
BIOLOGIQUE et un TRANSDUCTEUR, de déceler un phénomène biologique ou physiologique, le 
convertir en une indication physique mesurable, quantifiable et simple à exploiter.  
Fig.I.1 : Schéma du principe de fonctionnement d’un biocapteur 
Comme l’illustre la figure I.1, le premier maillon essentiel du système est constitué du 
bioélément (ou biorécepteur) qui possède un pouvoir de reconnaissance spécifique vis-à-vis des 
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espèces chimiques ou biologiques ciblées et qui peut éventuellement les transformer. 
L’immobilisation des bioéléments sur la surface sensible du capteur s’effectue par voie chimique ou 
physique. Les interactions spécifiques entre les biorécepteurs et les analytes induisent des 
modifications physico-chimiques du milieu qui sont ensuite détectées et converties en réponse 
physique par le système de transduction. Une unité d’amplification et de traitement du signal 
adéquate est également nécessaire au bon fonctionnement du dispositif. 
I.1.2.2 Qualités métrologiques du biocapteur 
 Un biocapteur, comme tout outil d’analyse, est un organe de saisie d’informations. Les 
performances des biocapteurs sont généralement évaluées expérimentalement par leur sensibilité, leur 
limite de détection (LD), leur gamme linéaire et dynamique, leur reproductibilité et/ou leur 
sélectivité. Les autres paramètres évalués incluent le temps de réponse, la stabilité opérationnelle et 
de stockage du capteur. Idéalement, la surface de détection est régénérée pour que le transducteur soit 
recyclable. Toutefois, dans certains cas, notamment dans le domaine de l’analyse clinique, l’usage 
unique peut être plus adapté.  
I.1.3 Classification des biocapteurs 
 Les biocapteurs sont généralement classés en fonction de la nature des biorécepteurs et des 
transducteurs qui les composent.  
   
I.1.3.1 Classification selon la nature des biorécepteurs 
 Le choix de l’élément de reconnaissance est primordial dans la construction d’un biocapteur. 
Il doit être réalisé en fonction de différents critères tels que sa stabilité, sa facilité d’utilisation ou de 
recyclage ainsi que sa spécificité et son affinité vis-à-vis de l’analyte à détecter.  
 Les biorécepteurs sont généralement classés en deux catégories selon la nature de leur 
interaction vis-à-vis des analytes (affinité ou reconnaissance biocatalytique). Dans le premier cas, 
aucune réaction chimique n’a lieu, il n’y a pas donc de destruction de la molécule cible. Le processus 
de reconnaissance implique la création d’interactions de type ligand/récepteur membranaire, 
antigène/anticorps ou molécule cible/ADN. Dans le second cas, les composés cibles sont transformés 
par le biais d’une réaction catalysée par une enzyme, isolée ou maintenue dans son environnement 
naturel (cellules entières, tissus animaux/végétaux). 
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Récepteurs membranaires 
Les organismes vivants reçoivent les différentes informations nécessaires à leur activité via des 
stimulations ou des molécules de signalisation extracellulaires telles que les hormones, les 
neurotransmetteurs ou les molécules odorantes. Afin de transmettre les bons signaux, la détection de 
ces molécules doit être spécifique. Cette tache est assurée par les multiples récepteurs membranaires 
se situant au niveau de la membrane cytoplasmique, constituant l’interface entre milieu extra et 
intracellulaire. 
Ces récepteurs sont des protéines membranaires dont la structure est codée par un gène. Ils 
peuvent être classés en 3 catégories selon leur constitution et leur mode d’action. Il existe des 
récepteurs à canaux ioniques, activés par un ligand, des récepteurs possédant une activé enzymatique 
et des récepteurs liés aux protéines G. Les signaux et molécules extracellulaires émises sont 
interceptés au niveau de récepteurs membranaires spécifiques qui peuvent jouer le rôle de 
biorécepteurs lorsqu’ils sont associés aux différents types de transducteurs. Les récepteurs les plus 
utilisés dans la construction des biocapteurs sont les chimiorécepteurs9 , les récepteurs hormonaux10
ainsi que les récepteurs olfactifs11 (Fig.I.2). 
Fig.I.2 : Structure schématique du récepteur membranaire olfactif 
Anticorps 
Les anticorps (Ac) ou immunoglobulines (Ig) dont la principale fonction est d’identifier et de 
neutraliser les corps étrangers tels que les bactéries ou les virus, sont des protéines en forme de Y 
localisées essentiellement dans le sérum sanguin, les liquides musculaires ou les muqueuses des 
vertébrés (Fig.I.3). L’indentification des corps étrangers par les anticorps s’effectue au niveau d’une 
partie particulière de la cible étrangère. Cette dernière est appelée antigène (Ag).  
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Fig.I.3 : Schéma de principe de l’interaction Ac-Ag
 La réaction Ac-Ag est extrêmement spécifique. La forme des antigènes doit correspondre 
exactement au site de fixation puisque l’interaction Ac-Ag met en jeu des liaisons faibles non 
covalentes telles que des liaisons hydrogènes ou des interactions de nature électrostatique. C’est sur 
ce principe que fonctionnent les biocapteurs à la base d’Ac, plus communément appelés immuno-
capteurs12-15.   
ADN  
L’ADN (acide désoxyribonucléique) est une macromolécule biologique constituant les bases 
génétiques et d’informations nécessaires au développement et au fonctionnement de toutes les 
cellules vivantes. Dans les cellules eucaryotes, l’ADN se trouve non seulement dans le noyau mais 
également dans les mitochondries et les chloroplastes. Dans les cellules plus simples des procaryotes, 
l’ADN est localisé dans le cytoplasme. 
Les macromolécules d’ADN sont constituées d’une double hélice droite dont les deux brins 
sont complémentaires. Chaque brin est un enchaînement de nucléotides constitués d’un groupement 
phosphate, d’un sucre (le désoxyribose) et d’une base azotée assurant la diversité des molécules 
d’ADN ainsi que la liaison entre les deux brins de l’hélice (Fig.I.4).  
Les biocapteurs à base d’ADN sont obtenus en immobilisant un ou deux brins d’acide 
nucléique sur la surface des transducteurs16, 17. Des biocapteurs utilisant de l’ADN simple brin ont été 
développés pour la détection de cancers18, 19, de pathogènes bactériens20, 21 ou pour la mise en 
évidence des détériorations des molécules d’ADN par certains polluants22, 23. L’utilisation des 
molécules d’ADN double brin a également permis d’énormes progrès dans le domaine de la détection 
rapide des toxines, des substances organiques carcinogènes24, 25 ou encore dans l’identification de 
nouveaux principes actifs anti-tumoraux26, 27.   
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Fig.I.4: Structure schématique et composition de l’ADN 
Tissus végétaux ou animaux
Certains tissus animaux ou végétaux ont également été utilisés comme bioéléments de 
reconnaissance pour l’élaboration de biocapteurs. Ils renferment un grand nombre d’enzymes 
catalysant des réactions très variées. A titre d’exemple, des tissus végétaux de fruits ou des feuilles de 
concombre ont été immobilisés sur un transducteur en vue de la détection de la dopamine et de la 
cystéine en mettant respectivement à profit l’activité catalytique de la polyphénolase et de la sulfite 
oxydase28. On peut également mentionner les biocapteurs à tissus animaux, tels que les tissus de rein 
porcin associés à une détection par chimioluminescence pour la détermination de l'acide lactique29 ou 
le foie de volaille utilisé pour le screening par SPR des résidus de la nicarbazine, un additif 
alimentaire30.  
 Ce type de bioélément, contrairement aux enzymes, ne nécessite pas d'extraction ni de 
purification, réduisant ainsi le coût du biocapteur. Par ailleurs, il n’est pas nécessaire de régénérer les 
cofacteurs des enzymes mises en œuvre. Toutefois, ces dispositifs souffrent d’un temps de réponse 
plus long et d’un manque de sensibilité et de sélectivité.  
Cellules entières  
Il s’agit généralement de cellules entières de bactéries, de virus, de champignons, d’algues ou 
de levures (Fig.I.5). Ces entités peuvent être inactives ou être maintenues vivantes après 
immobilisation sur le transducteur. Dans le premier cas, le mode de reconnaissance est basé sur 
l’adsorption des analytes, fréquemment des ions métalliques sur la membrane cellulaire pourvue de 
sites de fixation31. Les cellules vivantes, quant à elles, possèdent des métabolismes variés qu’elles 
mettent en œuvre de manière plus ou moins spécifique en présence de sources de stimulation de 
natures biologiques ou chimiques. Ces cellules sont considérées comme « une usine » d’enzymes, de 
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coenzymes et de cofacteurs, dotées de la capacité de répondre à certaines molécules. Elles peuvent 
être massivement produites à faible coût par culture cellulaire, sont faciles à manipuler et sont plus 
stables que les enzymes isolées32.  
?
Fig.1.5: Image microscopique de Pseudomonas putida 
Elles constituent donc une alternative intéressante aux enzymes pour élaboration de 
biocapteurs. Leur manque de sélectivité lié à la présence d’un grand nombre d’enzymes peut être 
amélioré en ayant recours à l’ingénierie génétique et à la biologie moléculaire. En effet, il est 
actuellement possible de procéder à des modifications génétiques de micro-organismes par fusion de 
certains gènes avec des promoteurs, créant des espèces mutantes. Ces gènes rapporteurs peuvent être 
des gènes de sélection ou des gènes codant pour un caractère recherché ou permettant l’expression 
d’une enzyme d’intérêt33.   
 L’incorporation de cellules vivantes dans la préparation des biocapteurs peut servir à la 
détermination de molécules ou de familles de molécules particulières34 mais également être utilisée 
pour le suivi en temps réel du métabolisme cellulaire (consommation d’oxygène, production de 
dioxyde de carbone et sa perturbation en présence d’un échantillon)35.  
Enzymes 
Historiquement, les enzymes ont été les premières molécules de reconnaissance intégrées dans 
des biocapteurs. Ces biomolécules possèdent un pouvoir catalytique très spécifique qui permet 
d’accélérer les vitesses de réaction d’un facteur 103 à 106. On trouvera plus de détails concernant la 
structure et le fonctionnement de ces biorécepteurs dans le paragraphe I.3.  
L’utilisation des enzymes dans l’élaboration des biocapteurs présentent de multiples avantages. 
Ainsi il existe une grande diversité d’enzymes permettant la détection de nombreux substrats. Par 
ailleurs, il est possible de modifier les propriétés catalytiques ou la stabilité de ces biomolécules par 
ingénierie, conduisant à une amélioration significative des performances des biocapteurs 
enzymatiques36.  
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Fig.I.6 : Schéma de la structure de la glucose oxydase extraite d’une moisissure de genre Penicillium 
 Malgré un coût important lié à la production, à la purification et au stockage, de nombreux 
travaux ont été consacrés au développement de biocapteurs enzymatiques en vue d’applications dans 
le domaine de l’environnement37, l’analyse biomédicale38, 39 ou l’agroalimentaire40.  
 I.1.3.2 Classification des biocapteurs par le mode de détection 
Transduction thermique
Ce type de transduction permet de quantifier la variation d’enthalpie accompagnant une 
réaction biologique, notamment enzymatique. La quantité de chaleur produite ou absorbée est 
proportionnelle à l’enthalpie molaire et au nombre total de molécules réactives41, 42. La variation 
d’enthalpie dépend de la température selon la relation suivante : 
                                                                                                                                        (Eq.I.1)                   
Avec : n : nombre de moles de substrat ayant réagi ; ?T : variation de température; ?H : variation 
d’enthalpie ; CP : capacité calorifique totale du système. 
Les dispositifs utilisés peuvent être à base de thermo-résistance42 ou de thermopile43. Les 
mesures effectuées par ces outils ne sont généralement pas interférées par la couleur ou la turbidité de 
l'échantillon. Ils fonctionnent bien avec des solutions à la fois organiques et aqueuses. Malgré une 
bonne sensibilité, ces outils souffrent toutefois d’un important inconvénient, sa non-spécificité. Il est 
impossible de distinguer directement entre les changements thermiques spécifiques liés à la réaction 
analyte/bioélément et ceux non spécifiques. Des montages différentiels sont utilisés pour compenser 
les fluctuations parasites de température. Ce type de biocapteur est utilisé pour le suivi de l’activité 
enzymatique, en analyse clinique ou pour le contrôle environnemental41, 42.  
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Transduction piézoélectrique
Dans certains matériaux diélectriques anisotropes naturels (quartz, topaze, tourmaline …) et 
artificiels (céramiques, polymères …), il existe une relation d’interdépendance entre les propriétés 
électriques et mécaniques que l’on appelle « piézoélectricité ». Il s’agit d’un processus réversible. 
L’effet piézoélectrique direct se produit quand une contrainte mécanique est appliquée sur les faces 
du matériau. Ceci entraîne la déformation du cristal qui s'accompagne d'une polarisation électrique 
dont l'amplitude croît avec la contrainte appliquée. L’effet piézoélectrique inverse ou électrostriction 
est la propriété d’un matériau à se déformer sous l’action d’un champ électrique. C’est cet effet qui 
est exploité dans les capteurs piézoélectriques. Lorsque le champ électrique appliqué est alternatif, on 
observe une vibration du matériau et la génération d’une onde acoustique. Si la vibration peut être 
entretenue, tout le circuit électronique se met en résonance. 
  
                                                                   
Fig.I.7: Cristal de quartz piézoélectrique 
   
 De nombreux cristaux présentent un effet piézoélectrique, mais les propriétés électriques, 
mécaniques et chimiques du quartz en font le cristal type pour des applications analytiques. Le mode 
de transduction piézoélectrique le plus utilisé pour les biocapteurs est la microbalance à quartz 
(QCM)44, 45. Elle comprend un quartz métallisé (généralement un disque de 10 à 16 mm de diamètre 
avec une épaisseur d’environ 0,15 mm) sur lequel les biorécepteurs sont immobilisés  (Fig.I.7). Une 
tension alternative est appliquée sur le quartz induisant la résonance du quartz à une certaine 
fréquence. Cette fréquence de résonance varie en présence d’espèces chimiques ou biologiques 
adsorbées sur le quartz. La loi de Sauerbrey permet de calculer, à partir de la variation de fréquence 
de vibration, la masse déposée sur la surface (Eq.I.2). Cependant, cette équation ne s’applique que 
pour des dépôts uniformes, rigides et minces. 
                                                                                      (Eq.I.2)  
Avec ?f : écart de fréquence à la résonance (en Hz) ; f0 : fréquence fondamentale du cristal (en Hz) ; ?m : 
variation de masse (en g) et A : surface de l'électrode (en cm2) 
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 Cette technique permet actuellement de mesurer de très faibles variations de masse, en temps 
réel, avec une grande sensibilité et une grande spécificité. Elle est peu coûteuse et repose sur une 
instrumentation légère. La sensibilité obtenue est environ 100 fois supérieure à celle d’une balance 
électronique. La limite de détection étant de l’ordre de 1 ng/cm2 46, ceci signifie que cette technique 
permet de mesurer des changements de masse équivalents à une monocouche d’atomes, la rendant 
extrêmement attractive dans de nombreux domaines d’application. Ainsi, ce type de capteur a été 
utilisé dans le domaine de l’environnement pour la détection de composés organiques volatils ou de 
bactéries pathogènes11, dans le domaine de l’agroalimentaire47 ou dans celui de la santé humaine pour 
le diagnostic rapide de certaines maladies12. 
Transduction optique 
 Ce mode de transduction est employé lorsque la reconnaissance des molécules par l’entité 
biologique immobilisée sur la surface active du transducteur se traduit par des changements de 
propriétés optiques (absorption/émission de lumière, modification de la permittivité relative à 
l’interface).  
 Ce type de transduction a été introduit pour la première fois en 1975 par Lubbers48. Il 
s’agissait alors de la détermination du pH, des concentrations en O2 ou CO2 par spectroscopie de 
fluorescence. La détection était réalisée à l’aide d’une simple fibre dont une extrémité était 
recouverte d’un colorant sensible au pH. Depuis, de nombreux développements ont été réalisés et un 
grand nombre de capteurs optiques ont été proposés pour l’analyse biomédicale, agro-alimentaire ou 
environnementale34, 38, 49, 50.  
 Ces biocapteurs offrent l’avantage d’être insensibles aux interférences électromagnétiques et 
peuvent s’utiliser aisément pour la télédétection et/ou la détection multiplexée de nombreux analytes, 
ce qui explique le fait qu’ils soient aussi répandus. Les trois grands types de transducteurs optiques 
sont la fibre optique, l’interféromètre Mach-Zehnder (MZI) et le résonateur plasmonique de surface 
(SPR).  
Fibre optique 
Une fibre optique est un guide d’onde composé d’une couche mince diélectrique d’indice de 
réfraction plus élevé que celui de la gaine qui l’entoure (Fig.I.8)51-53. La naissance des capteurs à 
fibre optique résulte de la rencontre entre deux technologies : la télécommunication et 
l'optoélectronique.  
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Fig.I.8: Composition d’une fibre optique 
Grâce aux développements extraordinaires réalisés ces dernières années dans ces deux 
domaines (amélioration des performances, diminution des coûts, miniaturisation) cette technique de 
transduction peut offrir de nouvelles possibilités ainsi que de nombreux avantages : 
? la fibre optique présente le plus haut degré de miniaturisation d'un composant optique,  
? elle s'affranchit des problèmes liés aux déplacements mécaniques des appareillages 
traditionnels (ex : prisme pour la SPR…), 
? elle permet enfin d'obtenir des mesures dans des endroits peu accessibles ou hostiles et est 
capable de transporter l'information sur la grandeur mesurée sur une longue distance. 
 Il faut également mentionner leur inertie chimique, leur compatibilité avec une large gamme 
de modifications de surface, la disponibilité des lasers bon marché et des photodétecteurs53. Les 
biocapteurs à fibre optique sont généralement classés en deux catégories51 : 
? Les capteurs intrinsèques : dans ce cas, le biorécepteur est immobilisé sur une surface 
dénudée de la fibre ou à son extrémité. L’application d’une source excitatrice et la présence 
de l’analyte à doser vont modifier l’indice de réfraction de la surface et donc faire varier 
l’intensité lumineuse mesurée,  
? Les capteurs extrinsèques : la fibre optique n’intervient que dans le transport de la lumière 
excitatrice et émise. La distance entre le bioélément et la fibre doit dans ce cas être optimisée 
avec soin pour assurer une récupération adéquate de la radiation émise54.  
Interféromètre Mach-Zehnder (MZI) 
Ce dispositif de mesure repose sur la comparaison des intensités lumineuses traversant deux 
branches de guidage dont une seule est fonctionnalisée avec les molécules de bio-reconnaissance. La 
lumière venant de la source est divisée et réunie grâce à deux jonctions en forme de Y se plaçant juste 
avant et après ces deux branches (Fig.I.9). Les deux signaux lumineux de sortie se superposent 
engendrant un phénomène d'interférence. Dans le cas où une modification est provoquée au niveau de 
la surface sensible, un changement de l’intensité du faisceau lumineux de sortie est enregistré.  
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Fig.I.9: Principe d’un interféromètre Mach-Zehnder 
  
La configuration particulière de cet instrument permet de réaliser des mesures 
interférométriques différentielles, donc d’éliminer le problème des interactions non spécifiques 
récurrent dans la plupart des biocapteurs. De plus, cette technique est considérée comme très sensible 
et précise55. Elle a été appliquée pour la première fois en 1993 pour l’élaboration d’un immuno-
capteur à base d’anticorps anti-gonadotropine chorionique humaine56, et a fait l’objet par la suite de 
nombreuses études57-59. Récemment, Melnik et al 60 ont utilisé cette technique pour détecter 
l'hybridation de l'ADN, après fonctionnalisation de la surface avec de la streptavidine.  
 Capteurs à résonance plasmonique de surface (SPR) 
                                             
Fig.I.10 : Schéma de principe de la détection SPR 
  
 Cette technique analytique est basée sur le principe physique de la résonance plasmonique de 
surface, c'est-à-dire sur des mesures d’angles de réfraction de la lumière. Une fine couche de métal, 
riche en électrons, est déposée sur un support solide en verre fixé à la base d’un prisme (Fig.I.10). 
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Les photons de l’onde évanescente entrent en résonance avec les nuages électroniques du métal (ou 
plasmon). Le faisceau est réfléchi avec une intensité plus faible et un angle bien défini appelé angle 
de résonance61. 
Les biocapteurs reposant sur cette technique permettent de mesurer en temps réel, et sans 
marquage spécifique, les caractéristiques d’interaction entre deux molécules. Pour cela, une des 
molécules (sonde) est immobilisée sur la surface du biocapteur et l’autre molécule (cible) est injectée 
(Fig.I.10). Les interactions moléculaires (formation et/ou dissociation des complexes moléculaires) 
entre le ligand immobilisé sur la surface et l’analyte en solution modifient l’indice de réfraction du 
milieu et donc l’angle de résonance. La variation de l’angle de résonance est proportionnelle à la 
quantité d’analyte (Fig.I.11). Cette technique permet d’obtenir des informations sur la cinétique des 
interactions, l’épaisseur et la masse de la couche déposée ainsi que sur sa surface, et donc sur le 
nombre de molécules fixées.  
                                        
Fig.I.11 : Réponse typique d’un capteur SPR (suivi de  l’angle de résonance en fonction du temps) 
  
 Au cours des 10 dernières années, les biocapteurs optiques basés sur la détection par SPR ont 
considérablement évolué et bénéficient maintenant des dernières avancées réalisées dans le domaine 
de la nanotechnologie62. Le NanoSPR est un nouveau biocapteur SPR miniaturisé permettant la 
détection en temps réel des interactions biomoléculaires sur des nanostructures telles que les 
nanoparticules métalliques63, 64. Dans l'ensemble, les biocapteurs optiques présentent une bonne 
implantation dans le monde industriel. En effet, des systèmes basés sur les mesures SPR sont devenus 
des instruments privilégiés pour la mesure en temps réel de toute interaction biomoléculaire11, 12, 18, 65. 
La tendance actuelle dans le domaine des biocapteurs optiques est à la conception de systèmes 
miniaturisés, multiparamétriques et portables66, 67.   
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Transduction électrochimique 
 Les biocapteurs électrochimiques peuvent être classés en 4 catégories selon leur mode de 
détection, à savoir l’ampérométrie, la potentiométrie, la conductimétrie et l’impédimétrie33, 68-70.  
 Ces techniques électrochimiques nécessitent habituellement :  
? une électrode de référence généralement constituée d'un fil d’argent métallique (Ag) revêtue 
d'une mince couche de chlorure d'argent (AgCl). Cette électrode doit être maintenue à une 
distance suffisante de la réaction biologique pour pouvoir maintenir un potentiel de référence 
connu et stable, 
? une électrode de travail généralement fabriquée à l’aide de métaux nobles tels que le platine, 
l'or, ou de carbone graphite pour être chimiquement stable et conductrice,  
? et éventuellement, une électrode auxiliaire ou contre-électrode en platine. Son rôle principal 
est de faire passer le courant à travers le système et non à travers l’électrode de référence, ce 
qui aurait pour conséquence de modifier son potentiel. Dans le cas des capteurs jetables, la 
stabilité à long terme de l’électrode de référence n'est pas nécessaire69 et la contre-électrode 
est supprimée de façon à réduire les coûts de production.  
Potentiométrie 
Le principe des biocapteurs potentiométriques repose sur la mesure du potentiel de charge à 
une électrode de travail par rapport à une électrode de référence dont le potentiel reste constant 
(Fig.I.12). La potentiométrie fournit donc des informations sur l'activité des ions mis en jeu lors 
d’une réaction électrochimique.  
La relation entre la concentration d’analyte et le potentiel est régie par l'équation de Nernst :  
                                                                                               (Eq.I.3)
Avec E : différence de potentiel qui s'établit, à l'équilibre, à l'interface entre le capteur et la solution de 
mesure ; E0: potentiel standard de l’ion considéré ; R : constante des gaz parfaits (R = 8,314 J/(K.mol)) ; T : 
température absolue (K) ; n : valence des ions; F : constante de Faraday (F = 96485,309 C/mol) ; [X] : 
concentration de l’analyte.  
??????????????????????????????????????????????????????
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Fig.I.12 : Schéma de principe de la potentiométrie 
Les biocapteurs utilisant la potentiométrie comme mode de détection sont très nombreux34, 38, 
71, 72. Ils sont réalisées à l’aide de différents types d’électrodes, à savoir les électrodes à membrane 
sélective aux ions (ISE), les transistors à effet de champ sélectifs aux ions (ISFET) ou plus 
récemment, les capteurs potentiométriques adressables par lumière (LAPS). 
? L'électrode à membrane sélective aux ions (ISE) est une électrode indicatrice capable de 
mesurer de manière sélective l'activité d'une espèce ionique particulière. Elle comporte une 
membrane permsélective, généralement constituée d’un matériau conducteur ionique. Les 
différentes stratégies employées pour produire ces électrodes sélectives dépendent 
principalement de la nature et de la composition du matériau constituant la membrane. Il peut 
s’agir d’une membrane mince en verre ou d’un matériau polymérique sur laquelle les 
bioéléments sont immobilisés afin de former un biocapteur qui peut être utilisé dans le 
domaine de l’environnement11, 33 ou de l’analyse biomédicale71-73. 
? C’est en 1970 que l’ISFET a été introduit pour la première fois par Bergveld74. Il s’agit d’un 
transistor à effet de champ recouvert d’une membrane sélective aux ions. Depuis, de 
nombreuses versions et configurations de cet outil ont été développées. Les systèmes à effet 
de champ, fabriqués selon la technologie des semi-conducteurs, sont d’excellents candidats 
pour la construction de biocapteurs de par leur haut niveau de pureté dans le design et leur 
très petite taille75, leur temps de réponse très court, leur grande sensibilité et la possibilité de 
les intégrer sur une puce76. La plupart des applications des biocapteurs FET reposent sur la 
détection des changements de pH induits par le processus de reconnaissance à l’aide d’une 
couche isolante sensible aux H+ tels que Si3N477-79. Ainsi des travaux ont permis la détection 
d’un large choix d’analytes avec des ISFETs à base de récepteurs olfactifs11 ou d’enzymes80 , 
ou encore celles d’agents biologiquement actifs à l’aide de biocapteurs microbiens33, 77, 80. 
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Certains ont également utilisé ces transducteurs à effet de champ pour la détection de 
l’ADN80, 81.  
? Les LAPSs (light addressable potentiometric sensors) sont d’autres types de transducteurs à 
effet de champ. Leur principe repose sur l’activation du transducteur par une diode 
électroluminescente (LED). L’illumination à l’aide d’une source d’intensité modulée génère 
un photocurrent qui dépend du potentiel appliqué69, 82. Ce type de biocapteur est très apprécié 
dans le domaine biomédical, environnemental11, 33 et agroalimentaire47.  
Ampérométrie et voltammétrie 
A l’inverse de la potentiométrie, l’ampérométrie et la voltammétrie sont basées sur la mesure 
du  courant électrique produit lorsqu’un potentiel est appliqué entre une électrode de référence et une 
électrode de travail. Le courant mesuré est le résultat du processus de réduction ou d’oxydation 
électrochimique d'une espèce électroactive produite lors d’une réaction biochimique ayant lieu à 
l'électrode de travail (Fig.I.13).  
On parle d’ampérométrie lorsque le courant est mesuré à un potentiel constant et de 
voltammétrie lorsque la mesure est réalisée lors d’une variation contrôlée de potentiel70. La réponse 
en courant est alors un pic ou un plateau proportionnel à la concentration de l'analyte dans le milieu 
(Eq.I.4). Les méthodes voltammétriques les plus connues comprennent la voltammétrie à balayage 
linéaire, la voltammétrie cyclique, à impulsion différentielle, à onde carrée, la voltampérométrie ou la 
polarographie68, 70. 
????????????????????
Fig.I.13 : Schéma de principe de la voltammétrie 
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 L’avantage en travaillant à potentiel fixe est que le courant nécessaire pour appliquer le 
potentiel au système reste négligeable. Ceci permet de minimiser le bruit de fond, et donc d’améliorer 
la limite de détection. De plus, le fait de ne pas travailler sur une gamme de potentiel mais sur une 
valeur fixe permet d’augmenter la sélectivité du système, la valeur du potentiel étant généralement 
celle qui caractérise l’espèce69. ???????
?????????????????????????????????????????????????????                                            (Eq.I.4)
Avec n : valence d’ion ; F : constante de Faraday (F = 96485,309 C/mol) ; A: surface de l’électrode (cm2) ; k : 
coefficient de diffusion (cm2·s-1) ; [X]el : concentration en analyte à électrode 
L'ampérométrie est l’un des modes de transduction électrochimique les plus utilisés dans le 
domaine des biocapteurs. Cette technique présente l’avantage d’être très sensible, peu coûteuse et 
d’offrir une grande rapidité de réponse. Comparé au biocapteur potentiométrique, le biocapteur 
ampérométrique peut être plus intéressant en raison de sa haute sensibilité et sa large gamme 
linéaire82. Cependant, toutes les biomolécules n’étant pas capables de servir de partenaires d'oxydo-
réduction dans les réactions électrochimiques, des médiateurs doivent souvent être utilisés. Malgré 
cet inconvénient, les dispositifs ampérométriques sont généralement plus sensibles que les systèmes 
potentiométriques69. Différents médiateurs ont été proposés comme le ferrocène, les quinones, les  
colorants et les viologènes83. Ces médiateurs peuvent être ajoutés en solution ou co-immobilisés avec 
le biorécepteur sur la surface de l'électrode (Fig.I.14). 
Fig.I.14: Schéma de principe d’un biocapteur enzymatique ampérométrique en présence d’un médiateur en solution (a) et co-
immobilisé  avec l’enzyme sur l’électrode (b) 
  
La co-immobilization de l'enzyme et du médiateur peut être accomplie par immobilisation 
successive du médiateur et de l'enzyme ou par immobilisation du mélange. L’avantage d’une telle 
approche est que ni l'enzyme ni le médiateur ne doivent être ajoutés dans le milieu de mesure, ce qui 
facilite la réalisation des mesures. 
 Des biocapteurs ampérométriques ont été développés pour la détection d’une large gamme de  
molécules d’intérêt en utilisant différents éléments de reconnaissance tels que les bactéries ou les 
algues33, 34, les enzymes38, l’ADN16 ou les anticorps15. 
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Impédancemétrie 
La première publication de spectroscopie d'impédance électrochimique remonte à 1975 70. En 
appliquant une petite variation de potentiel sinusoïdale (U), il est possible de mesurer le courant (I) 
résultant (Fig.1.15). En faisant varier la fréquence d’excitation (f) du potentiel appliqué, on peut 
calculer l’impédance complexe électrochimique, Z(ω), somme des composantes réelles et imaginaires 
(Eq.I.5). 
                                     (Eq.I.5)
Avec Zr : impédance réelle ; Zi : impédance imaginaire, U : potentiel sinusoïdal ; I : courant sinusoïdal 
résultant ; f : fréquence d’excitation  
                    
Fig.I.15 : Schéma de principe de l’impédancemétrie 
  
La spectroscopie d’impédance électrochimique est une méthode voltampérométrique qui se 
distingue des méthodes  précédemment décrites pour deux raisons: 
? Le potentiel de l’électrode imposé n’est plus continu mais sinusoïdal de faible amplitude 
(quelques mV).  
? L’analyse de la réponse du courant (I) se fait en fonction de la fréquence f. 
 La spectroscopie d’impédance électrochimique (EIS) est une excellente technique pour 
étudier les propriétés électriques à l’interface électrode/électrolyte84. Les différents processus pouvant 
y avoir lieu peuvent être distingués en fonction de la fréquence appliquée. A hautes fréquences ont 
lieu des processus rapides tels que les transferts d’électrons tandis que les transferts de masses ou la 
diffusion s’observent à basses fréquences (Fig.I.16). 
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Fig.I.16 : Différents processus électrochimiques à l’interface métal/électrolyte 
Il existe deux modes classiques de représentation des résultats obtenus en impédimétrie :  
? La représentation de Bode (Fig.I.17) : le module ?Z?? et la phase ϕ de l’impédance complexe 
sont représentés en fonction du logarithme de la fréquence angulaire.  
                                          
                                                                                            Fig.I.17 : Diagramme de Bode 
? La représentation de Nyquist (Fig.I.18) : il s’agit de la courbe –Zim (partie imaginaire de Z) en 
fonction de  Zre (partie réelle)  paramétrée en fréquence angulaire (ω). 
                                     
Fig.I.18 : Représentation de Nyquist 
Chapitre I : Etude bibliographique 
?
? - 22 -
? Impédance électrochimique du système métal-solution - Modélisation 
 Une cellule électrochimique, étudiée par spectroscopie d’impédance, peut être représentée par 
un circuit électrique équivalent comprenant les éléments simples suivants: 
? les résistances R qui sont indépendantes de la fréquence et qui ne produisent aucun 
déphasage. L’impédance ZR d’une résistance est égale à la résistance R (ZR = R),  
? les capacités C qui déphasent le signal. L’impédance correspondante ZC, diminuant avec la 
fréquence (ZC = 1/jωC), 
? les inductances L qui déphasent le signal. Dans ce cas, l’impédance ZL augmente avec la 
fréquence et correspond à ZL = jωL.  
 Le calcul de l’impédance totale Z dépend de la nature du circuit. Lorsque les éléments sont en 
série, l’impédance totale est égale à la somme des impédances de chaque élément 
????????????????????????????????????????????????????????????????????




De nombreux diagrammes impédancemétriques peuvent être modélisés par un circuit électrique 
équivalent comprenant uniquement des résistances et des capacités. Le modèle de Randles (Fig.I.19) 
est le circuit le plus couramment utilisé pour décrire une cellule électrochimique. Il combine quatre 
éléments, la résistance de l’électrolyte (Rs), la capacité de double couche (Cdc), la résistance de 
transfert de charge (Rtc) et l‘impédance de Warburg ZW. 
? RS est la résistance série, elle correspond à la résistance de l’électrolyte entre l’électrode de 
travail et l’électrode de référence et à la résistance des contacts. 
? Quand une électrode métallique est plongée dans un électrolyte dans lequel les charges sont 
transportées par le mouvement des ions, une interface électrique se forme rapidement. Un 
potentiel est généré du fait de la distribution hétérogène des charges à cette interface. La 
double couche de charges à l’interface (une couche située coté métal, la seconde de charge 
égale et opposée côté électrolyte) se comporte comme un condensateur plat. Cette capacité 
d'interface est appelée capacité de double couche, Cdc. Elle est généralement de l’ordre de 10-
20 ?F/?m2 85. Le caractère non parfait de cette capacité traduit le caractère rugueux de la 
surface de l’électrode. La capacité est dite non parfaite ou CPE (Constant Phase Element). 
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L’impédance de la capacité non parfaite de double couche Qdc est donnée par la relation I.6 
pour laquelle 0,5 < n < 1 traduit la rugosité de la surface 
                                                                                                                                (Eq.I.6) 
? Cependant, quelques charges fuient à travers la double couche sous l'effet des réactions 
électrochimiques qui ont lieu. Une telle fuite de charges induit une résistance dite de transfert 
de charge, Rtc dont l'expression est dérivée de l'équation de Butler-Volmer. Pour de petites 
amplitudes de signal appliquées, elle est donnée par :  
                                                                                                                               (Eq.I.7)
Avec R : constante des gaz parfaits (J.mol-1.K.1) ; T : température (K) ; F : constante de Faraday (F = 
96485,309 C/mol) ; n : nombre d'électrons impliqués dans la réaction au contact de l'électrode ; i0 : densité du 
courant de transfert. 
? L’impédance de Warburg (ZW) ou impédance de diffusion traduit l’influence du transport de 
matière de l’espèce électroactive de l’électrolyte vers l’électrode 
?????????????????????????????????????????????????? ??????????????????????????????????????????????(Eq.I.8)
Avec Zw : impédance de Warburg; R : constante des gaz parfaits (J.mol-1.K.1) ; T : température (K) ; CB : 
concentration de l’espèce électrolysée au sein de la solution (mol.cm-3) ; F : constante de Faraday (F = 
96485,309 C/mol) ; n : nombre d'électrons impliqués dans la réaction au contact de l'électrode ; A0 : surface 
active (cm2) ; D : coefficient de diffusion de l’espèce (cm2.s-1) ; ω : fréquence angulaire (s-1).  
Fig.I.19 : Circuit électrique de Randles
La diffusion et le transfert de charge sont des processus faradiques puisqu'ils obéissent à la loi 
de Faraday tandis que le chargement de la capacité de la double couche est un processus non 
faradique.  
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 A une fréquence de mesure supérieure à 10 Hz, l'impédance de diffusion (ZW) peut être 
négligée et l'impédance totale du système est constituée principalement de la résistance de la solution 
(RS), la capacité de double couche (Cdc), et la résistance de transfert de charge (Rtc).  
 Dans cette configuration, les diagrammes de Nyquist et de Bode permettent de remonter aux 
valeurs des différents composants du circuit. Comme le montre le diagramme de Nyquist présenté sur 
la figure I.20, les valeurs de RS et Rtc peuvent être déduites de la courbe tandis que Cdc nécessite un 
calcul. 
? RS (?) correspond à l’abscisse du premier point du demi-cercle. 
? Rtc (?) correspond au diamètre du demi-cercle. 
? Cdc (F) se calcule à partir de la valeur de la fréquence au plus haut point du demi-cercle f0
??????????????????????????????????????????????????????????????????????????? ????????????????????????????????????????????????????????????????(Eq.I.9)?
                            
Fig.I.20 : Calcul des différents composants du circuit de Randles à partir du diagramme de Nyquist 
  
Tandis que les valeurs précédentes proviennent de l’analyse du diagramme de Nyquist, 
l’impédance de Warburg (W) est calculée par :  
?????????????????????????????????????????????????????????????????????????????????????? ???????????????????????????????????????????????????????????????????????(Eq.1.10) 
?i étant la fréquence au point d’intersection des diagrammes de phase et d’impédance comme  
l’illustre la figure I.17. 
Cette analyse n’est valable que pour le modèle de Randles qui n’est applicable que pour une  
électrode simple mais ne prend pas en compte la présence d’un film adsorbé à la surface. Dans le cas 
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de modèles plus sophistiqués, la modélisation mène à des circuits électriques équivalents plus 
complexes. La détermination de la valeur des composants constituant le circuit équivalent est réalisée 
à l’aide de logiciels (ex : Zview 2). Il est important de noter que les circuits électriques équivalents 
dessinés pour une cellule électrochimique ne sont pas uniques, notamment pour des processus 
complexes.  
 On observe actuellement de plus en plus de travaux publiés sur les biocapteurs 
impédimétriques86. C’est une technique non invasive qui ne requiert pas d’instrumentation complexe 
permettant des applications courantes en laboratoire. Il est possible d’employer cette technique non 
seulement pour caractériser le comportement et les propriétés des différentes couches immobilisées à 
la surface du biocapteur, mais également comme un moyen de transduction pour la détection de 
molécules cibles10-12, 33, 47, 87. Il est également possible de le coupler à une autre technique de 
détection électrochimique afin d’obtenir des informations sur les mécanismes mis en jeu88. 
Conductimétrie  
La conductimétrie est une technique de mesure électrochimique alternative aux techniques 
précédentes. Son principe repose sur la mesure de la conductivité électrique d’une solution 
électrolytique contenant des charges électriques mobiles, constituées par l’ensemble des ions89.  
Lorsqu’on applique une différence de potentiel (U) entre deux électrodes immergées dans une 
solution conductrice, on observe le passage d’un courant (I) provenant du mouvement des ions 
constituant l’électrolyte (Fig.I.21).  
Fig.I.21: Schéma de principe de la conductimétrie 
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La conductance (G) qui représente cette capacité à laisser passer le courant est l’inverse de la 
résistance (R). Elle peut s’exprimer en fonction de I et de U, grâce à la loi d’Ohm (Eq.I.11).  
                                                          (Eq.I.11) 
            
La conductivité (σ) est également une propriété intrinsèque à la solution, inverse de la 
résistivité, qui est reliée à la conductance  par la formule suivante (Eq.I.12) 
                                                                                                                             (Eq.I.12)
Avec S : surfaces des électrodes (m2) ; L : distance entre les électrodes (m) ; G et σ étant exprimés en S et 
S.m-1 respectivement.  
La grandeur L/S est appelé constante de la cellule. La conductivité dépend de la nature des 
ions présents dans la solution (leur charge et leur mobilité) et de leurs concentrations. La température 
est également un facteur jouant sur la conductivité. Cette dernière augmente avec la température. 
La mobilité des porteurs de charge est une notion utilisée en physique pour caractériser les 
milieux conducteurs du courant électrique. Elle est notée μi et relie la vitesse moyenne d'un ion i du 
milieu (νi) au champ électrique (E) qu'il subit via la relation :  
                                                                                                                               (Eq.I.13)
Avec υi : vitesse moyenne d’un ion (cm/s) ; μi : mobilité d’un ion (cm2.s-1.V-1) ; E : intensité du champ 
électrique (V.cm-1)91
La conductivité globale du milieu peut alors s’exprimer en fonction de la mobilité des ions 
présents, de leur charge et de leur concentration selon l’équation suivante (Eq.I.14) : 
                                                                                                            (Eq.I.14) 
Avec ? : conductivité (S.m-1) ; zi : charge de l’ion ; μi : mobilité de l’ion (cm2.s-1.V-1) ; Ci : concentration de 
l’ion (mol.cm-3) ; F : constante Faraday (F = 96485,309 C/mol). 
Dans le cas où la solution est un mélange de plusieurs ions mono ou polychargés, via 
l’équation I.15, la conductivité peut être déterminée à partir des conductivités molaires 
ioniques ?i des ions qui composent cette solution (Tab. I.1) ainsi que de leur concentration Ci et le 
nombre de charges zi portées par l'ion, indépendamment de leur signe.      
     
Chapitre I : Etude bibliographique 
?
? - 27 -
                                                                                                                                (Eq.I.15)
Avec ? : conductivité (S.m-1) ; Ci : concentration de l’ion i (mol.m-3) ; zi : nombre de charges de l’ion i ; ?i : 
conductivité molaire de l’ion i (S.m2.mol-1). 
Afin de pouvoir comparer les conductivités de différentes solutions, on fait souvent appel à 
une grandeur appelée conductivité molaire (ou parfois conductivité équivalente) ?. Celle-ci est 
définie comme étant la conductivité de la solution rapportée à la concentration ionique totale : 
                                                                                                                                      (Eq.I.16) 
Avec ? : conductivité d’une solution (S.m-1) ; C : concentration totale (mol.m-3) ; ? : conductivité molaire 
(S.m2.mol-1).  
Dans les cas des électrolytes forts, tels que les sels, les acides forts et les bases fortes, la conductivité 
molaire n'est que faiblement dépendante de la concentration et exprimé suivant la relation suivante : 
                                                                                                                  (Eq.I.17)
Avec ? : conductivité molaire (S.m2.mol-1); ?0 : conductivité molaire à dilution infinie (ou conductivité 
molaire limite) (S.m2.mol-1); C : concentration totale (mol.m-3) ; K : coefficient de Kohlrausch qui dépend 
principalement du type de l'électrolyte plutôt que de son identité chimique spécifique90.  
?0 peut être exprimée comme la somme des contributions indépendantes des cations et anions 
constitutifs (loi de Kohlrausch) : 
                                                                                               (Eq.I.18)
Avec ?0 : conductivité molaire à dilution infinie (ou conductivité molaire limite) (S.m2.mol-1); ν+ et ν- :
coefficients stœchiométriques pour le cation et l'anion de l'électrolyte respectivement et ?i : conductivité 
molaire ionique (S.m2.mol-1). 
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Ions ?i (S.m2.mol-1) Ions ?i (S.m2.mol-1) Ions ?i (S.m
2.mol-
1) 
H2PO4– 3,6 H2PO2– 4,6 Br3– 4,3 
Li+ 3,866 1/2Ni2+ 4,96 IO3– 4,05 
Na+ 5,008 ClO2– 5,2 HCO3– 4,45 
HSO4– 5,2 1/2Zn2+ 5,28 NH2SO3– 4,83 
IO4– 5,45 1/2Mg2+ 5,3 HSO3– 5,8 
F– 5,54 1/2Mn2+ 5,35 1/3Al3+ 6,1 
BrO3– 5,57 1/2Cu2+ 5,36 ClO3– 6,46 
MnO4– 6,13 1/2Fe2+ 5,4 1/3Fe3+ 6,8 
Ag+ 6,19 1/2HPO42– 5,7 1/3Ce3+ 6,98 
HS– 6,5 1/2Ca2+ 5,947 1/3PO43– 9,28 
SCN– 6,6 1/2CO32– 6,93 1/3[Fe(CN)6]3– 10,09 
ClO4– 6,73 NO2– 7,18 1/4[Fe(CN)6]4– 11,04 
NO3– 7,142 1/2SO32– 7,2   
K+ 7,348 HF2– 7,5   
NH4+ 7,35 1/2SO42– 8   
Cl– 7,631 1/2S2O32– 8,5   
I– 7,68     
CN– 7,8     
Br– 7,81     
OH– 19,8     
H+ 34,965     
Tableau I.1 : Valeurs de la conductivité molaire ionique (?i) de certains ions à 25°C 
La transduction conductimétrique, comparée aux autres techniques, a été relativement peu 
utilisée pour la mise au point de biocapteurs91. Même si la détection de la conductance en solution 
n’est pas spécifique, les mesures conductimétriques peuvent être extrêmement sensibles grâce aux 
éléments biologiques fixés sur la surface des transducteurs.
Depuis quelques années, on assiste à un intérêt croissant pour les biocapteurs 
conductimétriques étant donné le nombre d'avantages qu'ils offrent89 : 
? pas de nécessité d'électrode de référence, 
? utilisation de tensions alternatives de faible amplitude, ce qui permet d'éviter les processus 
faradiques d'électrode, 
? insensibilité à la lumière, 
? possibilités de miniaturisation. 
Le paramètre mesuré est la conductance électrique de la membrane biologique immobilisée 
sur le transducteur qui varie lorsque le processus de reconnaissance biologique mise en œuvre au 
niveau du capteur génère des espèces chargées.  
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 Les biorécepteurs sont le plus souvent des enzymes69, 70, 89. Cependant depuis les années 2000, 
d’autres entités biologiques commencent à être utilisées. Ainsi, des biocapteurs conductimétriques à 
base d’algues ont été proposés pour la détection de composés toxiques (métaux lourds, pesticides) 
dans l’eau. Un biocapteur à bactéries a été récemment développé pour la détection du 
trichloroéthylène33. Les immunocapteurs ou les capteurs à ADN conductimétriques commencent 
également à attirer l’attention des chercheurs en vue de créer de nouvelles techniques de diagnostic 
clinique simples et rapides. Phuong et al92 ont par exemple immobilisé de l’ADN sur des électrodes 
interdigitées pour la détection du virus de l’herpès tandis que des anticorps ont permis la détection 
d’E.coli93 ou la réalisation de tests immunologiques pour l’hépatite B94.  
I.2 Les transducteurs électrochimiques 
I.2.1 Généralités et nouvelles tendances 
Les transducteurs électrochimiques diffèrent par la nature du matériau qui constitue 
l’électrode ou son substrat, la taille ou la géométrie de l’électrode, ou encore la technique de 
fabrication utilisée95, 96. 
Les électrodes de travail doivent être à la fois conductrices et chimiquement stables. Elles 
sont donc généralement constituées de métal noble (or, argent ou platine) ou de carbone (graphite), 
tandis que le substrat servant de support est dans la plupart des cas constitué de céramique, de verre 
ou de silicium. Cependant, de nouveaux matériaux ont été introduits ces dernières années, permettant 
d’améliorer de manière sensible les performances des capteurs. Ainsi, le carbone diamant dopé au 
bore est apparu comme un matériau d’électrode extrêmement prometteur. Il offre une fenêtre de 
potentiel plus large que les matériaux classiques, une grande stabilité, un faible courant de fond et 
une grande inertie chimique97. L’utilisation de nanomatériaux (nanoparticules métalliques, nanotubes 
de carbone, graphène,…), dont nous parlerons dans le paragraphe I.4.1.3., est également en plein 
essor. De la même façon, les matériaux souples tels que le polyimide, le polyéthylène naphtalate ou 
téréphtalate ou le polytétrafluoréthylène, utilisés depuis longtemps dans l’industrie électronique, ont 
fait leur apparition dans le domaine des capteurs. Leur plasticité intrinsèque, leur hydrophobie, leurs 
excellentes propriétés diélectriques et isolantes ainsi que leur forte stabilité thermique en font des 
substrats de choix pour la fabrication d’électrodes en vue d’applications très variées. Une revue très 
récente a par exemple été consacrée à leur utilisation dans l’industrie textile98. 
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 Enfin, les progrès technologiques énormes réalisés ces dernières années dans le domaine des 
techniques de microfabrication ont rendu possible la réalisation de microélectrodes de tailles et de 
géométries variées intégrables dans des systèmes miniaturisés pour la détection simultanée 
multiparamétrique. Leur petite taille est un atout pour le développement de systèmes analytiques 
portables. Ces microélectrodes, fabriquées par des techniques lithographiques ou par sérigraphie, 
offrent de nombreux avantages par rapport aux macroélectrodes de taille conventionnelles96, 98, 99. En 
effet, elles permettent de diminuer la quantité de matériel biologique utilisé, conduisent à de 
meilleures sensibilités et à des temps d’analyse plus faibles en raison d’une réduction des effets de 
transport macro-cinétiques.  
La technique de sérigraphie (« thick-film technology ») consiste à déposer directement sur le 
support des couches d’encres conductrices selon divers motifs géométriques. Cette méthode permet 
de déposer l’encre sur des surfaces de plusieurs m2 avec une résolution latérale de 50 μm. Elle est 
largement utilisée pour la fabrication à grande échelle de capteur jetables et à faible coût. Un grand 
nombre d’électrodes sérigraphiées (« screen-printed electrodes») sont à présent disponibles 
commercialement et de nombreux laboratoires possèdent leur propre matériel de fabrication100, 101: 
Cependant, la technique de sérigraphie ne permet pas de réaliser des structures microniques ou 
submicroniques. Il est dans ce cas nécessaire de faire appel à d’autres techniques. 
Les techniques de microfabrication (« thin-film technology ») sont issues de la technologie 
des semi-conducteurs et peuvent être combinées à des étapes de micromachining pour l’élaboration 
de structures mécaniques tridimensionnelles96. La première étape consiste en un dépôt chimique 
(CVD, « chemical vapor deposition ») ou physique (PVD, « physical vapor deposition ») de métaux 
ou de couches diélectriques (typiquement oxyde ou nitrure de silicium) sur le substrat. Le procédé de 
photolithographie consiste à déposer par spin-coating ou spray-coating un polymère 
photostructurable. Dans ce cas, la couche photosensible est ensuite exposée à des rayonnements UV 
au travers du masque dans lequel est reproduit l’ensemble du motif que l’on souhaite transférer sur le 
substrat. Les résines positives vont être dégradées tandis que les résines négatives vont réticuler sous 
irradiation, laissant des structures saillantes ou en creux après développement. La structuration du 
film mince peut ensuite être réalisée par transfert positif en utilisant la technique « lift-off » (dépôt du 
métal souhaité suivi de la dissolution de la résine sensible) ou la lithographie douce (« micro-contact 
printing »). Une autre approche consiste à effectuer un transfert négatif (gravure sèche ou humide)96. 
Les microélectrodes réalisées selon les techniques décrites précédemment peuvent être de 
tailles et de géométries variées. Elles peuvent être intégrées en réseaux sur une même puce pour 
permettre la détection de plusieurs analytes à la fois. Parmi les différentes géométries possibles, les 
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microélectrodes interdigitées (IDMs) semblent les plus prometteuses car elles offrent de nombreux 
avantages, parmi lesquels on peut mentionner la faible chute ohmique du potentiel, une atteinte 
rapide du signal à l'équilibre et l’augmentation du rapport de signal-sur-bruit (S/N). Aucune électrode 
de référence n’est par ailleurs nécessaire102, 103. 
I.2.2 Les microélectrodes interdigitées 
Comme on peut le voir sur la figure I.22, les IDMs sont constituées de microbandes parallèles 
alternativement interconnectées, formant une structure en peignes interpénétrés, un peigne servant 
d’anode et le deuxième de cathode. Les bandes ont généralement quelques dizaines de microns 
d’épaisseur et sont séparées par quelques microns. Ceci permet que l'espèce générée sur l'une des 
bandes soit re-consommée à la bande suivante (Fig.I.23).  
?
Fig.I.22 : Structure en bandes parallèles des électrodes interdigitées 
 L’efficacité de ce procédé de recyclage dépend de la largeur de l'électrode et de la distance 
entre les électrodes voisines, car lorsque cette dernière augmente, la probabilité de diffusion de la 
molécule dans la solution plutôt qu’à une électrode adjacente augmente également. 
?
Fig.I.23 : Illustration du procédé de recyclage des espèces redox des électrodes interdigitées104
  
Les microélectrodes interdigitées peuvent être de formes très variées (planes, annulaires, 
mailles 3D, serpentin) selon l’application envisagée102, 105. Leurs performances dépendent de 
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différents paramètres tels que leur géométrie (nombre, longueur, largeur et épaisseur des doigts, 
distance inter-doigts) ou le matériau dont elles sont constituées102, 103. Les dimensions typiques sont 
de 1 à 20 μm pour la largeur ; 2 à 10 mm pour la longueur, 0,1 à 0,2 μm pour la hauteur et 1 à 20 μm 
pour la distance inter-bandes. Le nombre de bandes n’a pas d’influence significative sur le rapport 
signal-sur-bruit (S/N), le bruit de fond (proportionnel à la surface des électrodes seules) augmentant 
de la même manière que le signal (proportionnel à la surface totale). Par contre, S et S/N croissent 
lorsqu’on diminue la largeur des doigts, la diffusion des espèces électroactives étant radiale. Les 
performances des IDMs ont par ailleurs été évaluées pour différentes valeurs de l’espace interdigital. 
De manière générale, la proximité des électrodes augmente la sensibilité et diminue le temps de 
réponse car elle permet d’améliorer l’efficacité du cycle rédox. Dans les dispositifs où l’espace est 
inférieur à 800 nm, l’efficacité du cycle est d’environ 40. Enfin, la hauteur des microbandes influence 
à la fois le signal et le rapport signal/bruit, ce dernier passant par un maximum. Un grand nombre de 
biocapteurs utilisant des microélectrodes interdigitées ont été proposés dans la littérature. Les 
électrodes sont généralement en or89, 106-108, dans certains cas en platine105, 109, les substrats les plus 
utilisés ces dernières années étant des polymères flexibles106-108.
I.2.3 Modèle de circuit équivalent des électrodes interdigitées avec biomembrane 
Comme nous le verrons plus en détail dans le chapitre suivant, les transducteurs 
conductimétriques utilisés dans notre travail sont constitués de deux électrodes interdigitées, l’une 
servant d’électrode de travail, sur laquelle est immobilisée le biorécepteur, et l’autre de référence. Le 
comportement des électrodes peut être modélisé par le circuit électrochimique équivalent présenté ci-
après (Fig.I.24).  
Fig.I.24: Modèle de circuit équivalent au transducteur conductimétrique à deux électrodes interdigitées utilisé dans ce travail 
Cependant, à des fréquences supérieures à 10 kHz, l'impédance de diffusion ZW peut être 
négligée et l'impédance totale du système consiste principalement en la résistance de la solution 
d'électrolyte RS, la capacité de la double couche Cdc et la résistance de transfert de charge Rtc. Etant 
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donné que notre système de mesure travaille à 100 kHz, le modèle ci-dessous convient parfaitement à 
notre système (Fig.I.25).  
L'impédance totale du système peut être décomposée par : 
????????????????????????????????????????????????????????????????????????????? ????????????????????????????????????????????????????(Eq.I.19)
Avec Zr : composante résistive de l’impédance ; Zc : composante capacitive de l’impédance  
Fig.I.25: Modèle de circuit simplifié équivalent (sans impédance de Warburg) au transducteur conductimétrique à deux électrodes 
interdigitées utilisé dans ce travail 
De plus, les travaux de Dzyadevych89 sur les transducteurs interdigités et les biocapteurs 
conductimétriques ont permis de montrer que dans le domaine des hautes fréquences, la valeur de 
l'impédance n'est pas affectée par la résistance de transfert de charge Rtc. Dans ce domaine de 
fréquences, l'impédance en phase est égale à la résistance de la solution.  
L'intensité du signal en phase est égale à :  
??????????????????????????????????????        (Eq.I.20)
Or, dans notre système de mesure, les intensités sont directement converties en une tension 
(Uout) au niveau de la détection synchrone (convertisseur courant/tension) aux bornes de la résistance 
de charge Rcircuit : 
                                                                                                                           (Eq.I.21)
Nous avons donc : 
                                                                                           (Eq.I.22) 
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Ce qui donne : 
                                                                           (Eq.I.23) 
A partir de cette relation, il est possible de déduire la formule pour déterminer G :  
                                                                                           (Eq.I.24) 
?
I.3 Les enzymes 
  
Historiquement, les enzymes ont été les premières molécules de reconnaissance intégrées dans 
des biocapteurs et restent, de nos jours, l’élément biologique le plus utilisé et la base de la 
construction de nombreux biocapteurs pour des applications très variées du fait de leur pouvoir 
catalytique spécifique. Il s’agit également de l’élément de reconnaissance que nous avons utilisé pour 
l’élaboration de nos biocapteurs. Ce paragraphe est donc dédié à la description des principales 
caractéristiques des enzymes et à leur application au domaine des capteurs.  
I.3.1 Définition d’une enzyme  
Ainsi que l’IUPAC le définit dans son glossaire de termes utilisés en chimie médicinale110, une 
enzyme est une macromolécule qui fonctionne comme un biocatalyseur en augmentant la vitesse de 
certaines réactions biochimiques. La réaction biocatalysée part d’un ou plusieurs réactifs, appelé(s) 
substrat(s) de l’enzyme, et le(s) transforme(nt) en produit(s) (Eq.I.25).   
                                   Substrat                      Produit                          (Eq.I.25) 
I.3.2 Histoire de l’enzymologie
Cette histoire commence en 1815 lorsque Louis Joseph Gay-Lussac décrit pour la première 
fois la fermentation alcoolique. Cependant, ce n’est qu’en 1833 qu’Anselme Payen et Jean-François 
Persoz extraient pour la première fois une enzyme, l’?-amylase, à partir de malt. Un an plus tard, 
Theodor Schwann décrit la pepsine et l’isole en 1836 au cours de ces travaux sur les processus 
digestifs. En 1838, le Baron Charles Cagniard de La Tour démontre que la fermentation est due à des 
Enzyme
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organismes vivants, ce qui sera confirmé et étudié de manière plus approfondie par Louis Pasteur 
dans les années 1850 – 1870. En 1878, Fredrich Wilhelm Kühn propose d’appeler cette matière 
biologique « enzyme », du grec en (dans) et zyme (levain). Mais ce n’est que 20 ans plus tard 
qu’Emil Fischer démontre que les enzymes glycolytiques peuvent distinguer des stéréoisomères de 
sucres et propose un mécanisme de type clef-serrure (Fig.I.26) pour expliquer cette spécificité. 
L’enzyme agit comme une serrure dont la clé est son substrat, du fait de leurs formes géométriques 
complémentaires. 
Fig.I.26 : Le modèle clef-serrure du complexe enzyme – substrat 
Victor Henri a formulé la première théorie quantitative de la cinétique enzymatique en 1902 
mais il faut attendre jusqu’en 1913 pour qu’elle soit complétée par Léonor Michealis et Maud 
Menten, aboutissant entre autre à l’établissement de l’équation que l’on connaît actuellement sous le 
nom de Michealis-Menten. La nature protéinique des enzymes a pu être confirmée avec les travaux 
de James Summer sur la cristallisation de l’uréase en 1926 et de John Northrop et Moses Kunitz dans 
les années 1930. Linus Pauling fut ensuite parmi les premiers à montrer que les enzymes agissent en 
stabilisant les états de transition au cours des réactions, un comportement à la base de leur mécanisme 
d'action. La structure de certaines enzymes a pu être élucidée grâce à l’évolution des techniques de 
caractérisation. Ainsi, la première séquence complète d’une enzyme, la ribonucléase de bœuf, a 
été  établie en 1963, suivie par la première structure tridimensionnelle du lysozyme en 1965. Cette 
structure à haute résolution a marqué le début du champ de la biologie structurale et la 
compréhension des mécanismes d’action des enzymes à l’échelle atomique. 
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I.3.3 Nomenclature et classification des enzymes 
On connaît actuellement environ 10000 enzymes qui se répartissent en plusieurs groupes 
selon leur mécanisme de catalyse. Chaque enzyme possède un numéro EC, défini par une 
commission internationale, associé à un nom recommandé lié au fonctionnement de cette enzyme. 
Chaque code d'enzyme comprend les lettres majuscules « EC » suivies de quatre nombres séparés par 
des points. Ces nombres représentent chacun une étape dans la précision de la classification de 
l'enzyme (Tab. I.2): 
? le premier correspond à la réaction catalysée par l’enzyme, ce qui définit sa classe,  
? le second répond aux informations du substrat généralement impliqué lors de la réaction, 
notamment des groupements chimiques sur lequel l’enzyme va réagir, par exemple les 
groupes EC 1.1 ou EC 1.3 composent des oxydoréductases qui réagissent respectivement sur 
le groupement CH-OH et CH-CH de substrat,   
? le troisième concerne le substrat spécifique impliqué, les groupements accepteurs, comme 
l’oxygène (O2) comme accepteur pour les oxydoréductases ou le groupement méthyle (CH3-) 
à transférer pour les transférases, 
? le quatrième caractérise la nature du substrat.  
En ce qui concerne le nom de l’enzyme, en règle générale, il suffit d’ajouter le suffixe « ase » 
au nom de son substrat (par exemple, l’uréase est l'enzyme qui catalyse la réaction d’oxydation de 
l’urée) ou le type de réaction (par exemple, l'ADN polymérase intervient dans la formation de 
l’ADN). A titre exemple, l’enzyme glucose oxydase qui catalyse l’oxydation du glucose (C6H12O6) 
en peroxyde d’hydrogène (H2O2) et en D-glucono-δ-lactone (C6H10O6) possède le numéro EC 
1.1.3.4, ce qui veut dire que :  
? l’enzyme appartient au groupe des oxydoréductases (EC 1), 
? il s’agit d’une oxydoréductase qui agit sur les groupements donneurs CH-OH (EC 1.1), 
? l’enzyme est une oxydoréductase qui agit sur les groupements donneurs CH-OH avec 
l’oxygène (O2) comme accepteur (EC 1.1.3),  
? le substrat de l’enzyme est le glucose (EC 1.1.3.4). 
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 Classe d’enzyme Réaction correspondante % 




Réaction d’oxydoréduction comportant 
l’échange de protons entre donneurs et 
accepteurs 
25 % 
EC 2 Transférases  Réaction impliquant des transferts de 
groupements fonctionnels 
30 %  
EC 3 Hydrolases Réaction d’hydrolyse provoquant la 
coupure de liaisons esters, osidiques ou 
peptidiques. 
24 % 
EC 4 Lyases Réaction impliquant la fixation ou le 
départ d’un groupement chimique avec 
création d’une double liaison sur le 
substrat 
13 % 
EC 5 Isomérases Réaction provoquant une modification 
interne de la molécule, telle que la 
racémisation, l’épimérisation ou la 
conversion cis-trans 
3 % 
EC 6 Ligases ou synthétases Réaction avec la formation de liaisons C-
O, C-S, C-N ou C-C. Ce type de réaction 
ne peut se produire que si elle est couplée 
avec l'hydrolyse d'un nucléoside-
triphosphate. 
5 % 
Tableau I.2 : Nomenclature et  pourcentage des principaux groupes d’enzymes répertoriés.  
I.3.4 Structures et mécanismes
I.3.4.1 Structure générale111 
Les enzymes sont des protéines souvent globulaires contenant entre 62 résidus d'acides 
aminés (cas du monomère de 4-oxalocrotonate tautomérase112) à plus de 2500 résidus (cas de la 
synthase des acides gras animaux113). Les enzymes se trouvent dans les êtres vivants et leurs 
séquences d’acides aminés sont généralement codées par les molécules d’ADN. Il existe néanmoins 
un petit nombre d’enzymes codées par l’ARN. 
On peut distinguer, comme pour toutes les protéines, quatre niveaux d’organisation dans la 
structure des enzymes:  
? La structure primaire correspond à la séquence d’acides aminés qui les compose. Ceux-ci sont 
au nombre de 22 (Tableau I.3). Cette structure permet de connaître la composition chimique 
de l’enzyme (nature et pourcentages des différents acides aminés) ainsi que l’ordre 
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d’enchaînement de ces unités. Elle ne donne aucune information sur l’organisation spatiale de 
la biomolécule, 
? La structure secondaire présente le 1er degré d’organisation spatiale (conformation) de la  
chaîne polypeptidique. Si la conformation de chaque protéine est unique, on retrouve souvent 
deux motifs réguliers de repliement dans certaines parties des protéines : le premier motif, 
l’hélice α, est stabilisé par des liaisons hydrogènes intracaténaires, et le second motif, appelé 
feuillet ?, est stabilisé par des liaisons hydrogènes formées entre deux chaînes 
polypeptidiques,  
? La structure tertiaire présente l’organisation complète tridimensionnelle de la chaîne 
polypeptidique, permettant le rapprochement d’acides aminés éloignés dans la structure 
secondaire, à l’origine de la formation du ou des sites actifs de l’enzyme (Fig.I.27),  
? Si l’enzyme est formée d’un complexe constitué de plusieurs chaînes polypeptidiques 
(appelées monomères), la structure globale est désignée par le terme de structure quaternaire.  
?????????????????????????????????????????????????????
Fig.I.27 : Structure tertiaire de l’alcool déshydrogénase extraite du foie de cheval  
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Tableau I.3:  Liste des acides aminés, leurs abréviations et leurs formules 
Acide aminé Abréviation Code Structure Acide aminé Abréviation Code Structure 
Alanine Ala A Asparagine Asn N 
Cystéine Cys C Pyrrolysine Pyl O 
Acide 
aspartique 
Asp D Proline Pro P 
Acide 
glutamique 
Glu E Glutamine Gln Q 
Phénylalanine Phe F Arginine Arg R 
Glycine Gly G Sérine Ser S 
Histidine His H Thréonine Thr T 
Isoleucine Ile I Sélénocystéine Sec U 
Lysine Lys K Valine Val V 
Leucine Leu L Tryptophane Trp W 
Méthionine Met M Tyrosine Tyr Y 
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L’activité catalytique des enzymes est déterminée par leur structure tridimensionnelle. La 
plupart des enzymes sont de dimension bien plus grande que celle des substrats avec lesquels elles 
interagissent (Fig.1.28). Toutefois, une petite portion de l'enzyme seulement (quelques acides 
aminés), plus connue sous le nom de site actif, est directement impliquée dans la catalyse. Cette 
région fixe le substrat et effectue ensuite la réaction de transformation. Les sites sont constitués 
d’acides aminés mais également de composants chimiques tels que des ions métalliques  (Fe2+, Mn2+, 
Zn2+, Mg2+) ou des molécules organiques appelées cofacteurs (biotine, vitamines B) qui sont 
essentiels à l’activité catalytique. 
Fig.I.28: Comparaison entre la taille du substrat, du site actif et de l’enzyme 
I.3.4.2 Site actif 
 Les sites actifs sont des cavités tridimensionnelles de caractère non polaire dans lesquelles 
s’insèrent les substrats. L’eau est normalement exclue du site actif lorsque le substrat est lié, sauf si 
elle constitue elle-même un réactif.  
 Le site actif comporte au moins deux parties fonctionnelles, qui peuvent ou non être voisines 
sur la chaîne polypeptidique :  
? le site de reconnaissance du substrat est constitué d’acides aminés à l’origine de l’orientation 
du substrat, et donc de la spécificité de l’enzyme,  
? le site catalytique est constitué des résidus qui sont directement impliqués dans la formation et 
la rupture des liaisons chimiques. Ces résidus sont souvent localisés au fond de la cavité, et 
dans la majorité des cas, possèdent des chaînes latérales ioniques ou réactives (ex. histidine, 
lysine, cystéine, sérine, acide aspartique ou acide glutamique). 
 Les substrats se lient aux enzymes par l’intermédiaire d’interactions faibles, les constantes 
d’association correspondantes allant de 10-2 à 10-8 mol.L-1 et les enthalpies libres d’interaction étant 
situées entre -3 et -12 kcal/mol. Les interactions sont généralement de type Van der Waals, 
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électrostatiques ou impliquent la formation de liaisons hydrogènes. Ces 3 types de liaisons non-
covalentes diffèrent dans leurs contraintes géométriques, leur force et leur spécificité. Elles sont par 
ailleurs toutes affectées, mais de manière différente, par la présence d’eau.  
Interactions électrostatiques
 De manière générale, la force d’une interaction électrostatique entre deux corps chargés est 
donnée par la loi de Coulomb:  
                                                                                                                    (Eq.I.26) 
avec r : distance de séparation entre les deux charges ; ke : constant de Coulomb ; q1 et q2 : charges des deux 
corps (positives ou négatives) 
Un substrat chargé négativement peut former une liaison électrostatique avec la chaîne 
latérale des résidus de lysine, d’arginine et d’histidine, ainsi qu’avec le groupement amine terminal 
d’une chaîne polypeptidique si ce groupement est chargé positivement à la valeur du pH du milieu. 
Dans le cas où le substrat est chargé positivement, il peut interagir avec les résidus d’acide aspartique 
et d’acide glutamique, ainsi qu’avec un groupement carboxylate terminal. 
Liaisons hydrogènes 
 En milieu biologique, des liaisons hydrogènes peuvent se créer entre les atomes d’hydrogène 
des fonctions –OH ou -NH et des atomes d’oxygène ou d’azote. Les distances peuvent aller de 2,6 à 
3,10 Å et les énergies de liaison de 3 à 7 kcal/mol. 11 des 20 acides aminés peuvent former des 
liaisons hydrogènes par l’intermédiaire de leurs chaînes latérales. Une caractéristique importante 
d’une liaison hydrogène est son aspect directionnel, ainsi que la forme du site actif qui exclut les 
molécules n’ayant pas une forme complémentaire ce qui confère la spécificité aux interactions 
enzyme-substrat.  
Interactions de Van der Waals 
 L’interaction de Van der Waals est due à une force attractive non-spécifique entre deux 
atomes qui sont séparés par 3 à 4 Å. L’énergie de liaison pour une paire d’atomes est de l’ordre de 1 
kcal/mol (interaction faible). Une interaction efficace de type Van der Waals entre un substrat et une 
enzyme ne peut avoir lieu que si leurs formes sont complémentaires du point de vue stérique. 
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I.3.4.3 Mécanismes d’interaction                                 
 Une enzyme est un catalyseur biologique dont la fonction principale est d’augmenter la 
vitesse de la réaction qu’il catalyse (modification du bilan cinétique) sans en modifier le bilan 
thermodynamique.  
 Elle peut le faire de différentes manières, à savoir :  
? en abaissant l'énergie d'activation de la réaction en créant un environnement dans lequel l'état 
de transition est stabilisé (Fig.I.29),  
? en abaissant l'énergie de l'état de transition sans déformer le substrat, en créant un 
environnement dont la distribution de charge est opposée à celle de l'état de transition, 
? en fournissant une voie alternative. Par exemple, elle peut interagir temporairement avec le 
substrat pour former un complexe enzyme-substrat intermédiaire, ce qui serait impossible en 
absence de l'enzyme, 
? en réduisant le changement d'entropie de la réaction, amenant l’ensemble des substrats dans 
une orientation permettant à la réaction d’avoir lieu.  
Fig.I.29 : Comparaison du niveau d’énergie requis pour 2 réactions dont l’une est catalysée par une enzyme et l’autre pas 
Le tableau I.4 présente quelques facteurs d’accroissement de vitesses réactionnelles en 
présence de catalyse enzymatique.
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Enzyme Réaction Facteur d’accroissement de la vitesse 
Chymotrypsine 
Hydrolyse des liaisons amides au niveau de la 
liaison carboxylique de la tyrosine, du tryptophane, 
de la phénylalanine ou de la leucine  
107
Lysozyme 




Hydrolyse de l’urée : 
(NH2)2CO + H2O ? CO2 + 2NH3 10
14
Phosphatase alcaline
Hydrolyse des esters mono-phosphates pour donner 
un ion phosphate et un alcool 
1017
Tableau I.4 : Quelques exemples de facteur d’accroissement de vitesse réactionnelle en présence d’enzymes 
I.3.4.4 Spécificité 
 La complémentarité dans la structure, les charges, les propriétés hydrophile/hydrophobe de 
l’enzyme, spécialement son site actif et de son substrat sont à l’origine de la grande sélectivité de la 
réaction enzymatique. Il est possible dans certains cas d’atteindre des niveaux de sélectivité assez 
impressionnants, notamment pour les enzymes impliquées dans la reproduction et l’expression du 
génome. Il en va ainsi de l’enzyme ADN polymérase qui intervient non seulement dans 
la réplication de l’ADN au cours du cycle cellulaire, mais aussi dans des processus de réparation et de 
recombinaison de l'ADN. Cette enzyme catalyse d’abord les réactions, puis vérifie que les produits 
sont bien formés dans une deuxième étape. Ce processus à deux étapes conduit à un taux d'erreur 
moyen de moins de un sur 100 millions, témoignant la haute spécificité des polymérases de 
mammifères. On retrouve ce niveau de précision pour d’autres enzymes telles que l'ARN polymérase, 
les aminoacyl-ARNt synthétases et les ribozymes. 
Bien que le modèle « clef-serrure » de Fischer puisse rendre compte de la spécificité de 
l'enzyme, il ne parvient pas à justifier le fait que certaines enzymes soient capables de catalyser une 
réaction avec toute une gamme de substrats différents. Daniel Koshland explique ce phénomène par 
le fait que les enzymes sont des structures assez souples, le site actif est donc constamment remodelé 
lorsque le substrat interagit avec l'enzyme. Dans ce cas, le site actif de l’enzyme n’est plus 
exactement complémentaire à son substrat dans son état fondamental mais dans son état actif. En 
conséquence, les substrats ne se contentent pas de se lier à un site actif rigide. Ils modifient 
légèrement la conformation de l’enzyme. Ce phénomène est appelé «ajustement induit de Koshland » 
(Fig.I.30).  
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  (a)           (b) 
Fig.I.30 : Deux modes de fonctionnement du site actif – (a) : mode complémentaire : clé – serrure et (b) : mode induit 
I.3.4.5 Cofacteurs 
L’activité catalytique des enzymes, hormis celle des hydrolases, nécessite la participation 
d’une autre partie non protéique et thermostable, appelée cofacteur. Le cofacteur peut être 
inorganique, par exemple un ion métallique ou un cluster fer-soufre, ou organique, généralement 
dérivé d’une vitamine (ex : flavine, hème).  
Les cofacteurs organiques, que l’on appelle coenzymes, peuvent être des groupements 
prosthétiques qui sont fortement liés à l’enzyme, qui participent à la réaction et sont régénérés à la fin 
de celle-ci. Les co-enzymes peuvent être également liés de manière transitoire à l’enzyme. Ils sont 
dans ce cas appelés co-enzymes libres et agissent comme des substrats particuliers, ou co-substrats. 
Les coenzymes peuvent jouer le rôle d’activateurs ou de transporteurs.  
Groupements prosthétiques – Coenzymes activateurs 
 Les groupements prosthétiques sont fixés à l’apoenzyme par des liaisons fortes (liaisons 
covalentes) et/ou des liaisons faibles (liaisons ioniques et hydrogènes). Ils sont spécifiques d’une 
seule enzyme et ne s’en détachent pas au cours de la réaction. Leur séparation de l’enzyme peut 
entraîner sa dénaturation.  
 L’exemple le plus connu est le coenzyme flavine adénine dinucléotide (FAD) (Fig.I.31) dont 
le mécanisme est présenté ci dessous:                                                  
? Fixation du substrat pour la formation d’un complexe ternaire 
 Enz-FAD  +  Substrat                         Enz-FADH2-Substrat                                    (Eq.I.27) 
? Réaction de formation du produit 
 Enz-FADH2-Substrat                           Enz-FADH2-Produit                                   (Eq.I.28)
? Libération du produit 
 Enz-FADH2-Produit                         Enz-FADH2  +  Produit                                  (Eq.I.29)
?  Régénération de l’enzyme 
 Enz-FADH2   + O2                                          Enz-FAD + H2O2                                              (Eq.I.30)
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Fig.I.31: Structure chimique du coenzyme flavine adénine dinucléotide??FAD) 
CoE libre – Coenzyme transporteur 
 Contrairement aux groupements prosthétiques, ces coenzymes se lient à l’enzyme de manière 
transitoire par l’intermédiaire de liaisons faibles et sont donc facilement dissociables de l’enzyme. Ils 
sont souvent modifiés après la réaction et doivent être ensuite régénérés par une 2ème enzyme. 
Plusieurs enzymes peuvent utiliser le même coenzyme. Par exemple, environ 700 enzymes sont 
connues pour utiliser le coenzyme nicotinamide adénine dinucléotide NAD+ (Fig.I.32).  
Fig.I.32: Structure chimique du coenzyme NAD+
Le principe de fonctionnement de ce coenzyme est plus complexe que celui de la FAD 
puisqu’il met en œuvre un plus grand nombre d’étapes : 
? Fixation de NAD+ à l’apoenzyme 
Enz + NAD+                         Enz-NAD+                                                                       (Eq.I.31) 
? Fixation du substrat pour la formation complexe ternaire 
 Enz-NAD+  + Substrat,H2                         Substrat,H2- Enz-NAD+                         (Eq.I.32) 
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? Echange d’électrons et de protons 
Substrat,H2- Enz-NAD+                          Produit-Enz-NADH,H+                                            (Eq.I.33)
? Libération du produit 
Produit-Enz-NADH,H+                         Enz-NADH,H+  + Produit                           (Eq.I.34)
? Dissociation de l’enzyme 
Enz-NADH,H+                        Enz  + NADH,H+                                                         (Eq.I.35)
?  Régénération du coenzyme 
NADH,H+                                          NAD+    +   2H+                                                                                                  (Eq.I.36)
I.3.5 Cinétique enzymatique 
Par définition, l’activité d’une enzyme est la quantité nécessaire pour convertir une quantité 
donnée de substrat en produit, en un temps donné, et dans des conditions de température et de pH 
spécifiées (ex. pH 7.0 et 25°C), le substrat étant en excès par rapport à l’enzyme. Même si dans le 
système S.I., l’unité d’activité est le katal (symbole : kat) correspondant à la quantité d’enzyme 
conduisant à la consommation de 1 mol de substrat par second, l’unité la plus souvent utilisée (U) se 
définit par rapport à la transformation de 1 μmol de substrat par minute (1 U= 16,6 nkat). L’activité 
spécifique d’une enzyme est l’activité catalytique par unité de masse (U/mg d’enzyme).  
 La cinétique des réactions enzymatiques obéit dans bien des cas au modèle proposé par 
Michaelis-Menten dont il est possible de déduire les valeurs de la constante de Michaelis KM et de la 
vitesse maximale de réaction VM.  
 La constante de Michaelis permet de savoir quel est le degré d’adaptation de l’activité de 
l’enzyme à la concentration habituelle de son substrat dans la cellule. Pour la plupart des enzymes,  
KM est proche de la constante de dissociation du complexe enzyme-substrat. Quand elle est élevée, 
cela signifie que la fixation du substrat sur l’enzyme est faible. Quand elle est basse, cela veut dire 
que l’affinité du substrat pour l’enzyme est forte. Pour les concentrations en substrats inférieures ou 
égales à KM, la vitesse de la réaction dépend de la vitesse d’association entre l’enzyme et le substrat.  
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I.3.5.1 Modèle de Michaelis-Menten  
Description 
Dans le modèle de Michaelis-Menten, la réaction enzymatique peut être représentée sous la forme 
simplifiée suivante : 
                           E   +   S                   ES                     E   +  P            (Eq.I.37)
Avec E : enzyme ; S : substrat ; ES : complexe enzyme-substrat ; P : produit 
La vitesse de formation du produit est : 
                                                                                                    (Eq.I.38) 
                                                                  (Eq.I.39) 
Si [E]0 représente la concentration initiale en enzyme, on a : 
                                                                                                           (Eq.I.40) 
                                           (Eq.I.41) 
D’autre part, 
Avec  les  conditions  initiales :  et , la résolution de ces 
équations permet de connaître l’évolution de la concentration des différentes  espèces participant à la 
réaction. 
On peut voir sur la figure I.33 que la concentration de ES se stabilise au bout d’un temps très 
court, ce qui permet de supposer l’établissement rapide d’un état quasi stationnaire.  
Cette hypothèse est valable seulement si [E0] << [S0].  
k-1
k+1 k+2
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Fig.I.33: Evolution de la concentration des espèces régissantes pour k+1??k-1?k+2
Avec l’approximation de l’état pré-stationnaire (délai pour que la concentration du complexe 
enzyme-substrat soit constante) proposé par deux chercheurs britanniques Briggs et Haldane en 1925, 
on a : 
                                         , soit 
On en déduit : 
                                                                                        (Eq.I.42)                  
Si on suppose que :  
                                                   et      
La vitesse de réaction est alors donnée par l’équation de Michaelis-Menten : 
                                                                                                            (Eq.I.43) 
Deux cas limites peuvent être envisagés :  
? Si [S] << KM , l’expression devient  
                                                                                                               (Eq.I.44) 
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La cinétique de réaction est d’ordre 1 par rapport à S. Le rapport k+2/KM est fonction des 
autres constantes de vitesse :  
                                                                                                 (Eq.I.45) 
? Si  [ >> KM :  
                                                                                                                       (Eq.I.46) 
La cinétique de réaction est d’ordre 0 par rapport à S. On atteint la vitesse maximale VM. La 
représentation graphique de l’équation I.43 permet de décrire le comportement cinétique de la 
réaction enzymatique en fonction de la concentration en substrat spécifique (Fig.1.34). 
                                      
                                                          Fig.I.34 : Représentation graphique d’une cinétique enzymatique michaélienne.  
                                         Evolution de la vitesse de la réaction enzymatique en fonction de la concentration en substrat. 
Représentations linéaires de l’équation de Michaelis-Menten 
La  détermination graphique directe de  VM et KM n’est pas toujours très précise, et d’autres  
méthodes ont été proposées. Elles reposent sur une linéarisation de l’équation de Michaelis-Menten. 
En prenant l’inverse de la vitesse on obtient :  
                                                                                                 (Eq.I.48) 
Cette écriture de l’équation de Michaelis-Menten est appelée représentation de  Lineweaver-
Burk.  
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La représentation graphique :  
 est une droite de pente  KM/VM (Fig.I.35) 
Une autre représentation a été proposée par Eadie-Hofstee. En écrivant l’équation I.49 sous la 
forme suivante : 
                                                                                                   (Eq.I.49) 
On obtient : 
                                                                                                                (Eq.I.50) 
La représentation graphique :  
 est une droite de pente -1/KM (Fig.I.35) 
           
Fig.I.35 : Représentation graphique de la linéarisation de l’équation de Michaelis-Menten,  
A : représentation de Lineweaver-Burk et B : représentation d’Eadie-Hofstee
Signification pratique des constantes cinétiques 
? La constante catalytique k+2 (k+2 = VM/[E]0) est une constante de vitesse du premier ordre. 
Elle représente la fréquence à laquelle l'enzyme accomplit l'acte catalytique (en anglais 
"turnover") lorsque l'enzyme est saturée en substrat. Elle mesure donc l'efficacité catalytique.
? Constante de Michaelis, constante de dissociation : la constante de Michaelis KM est égale à  
k-1/k1 dans le cas où k-1 >> k2, c'est-à-dire que le complexe ES se dissocie en relarguant le 
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substrat libre à une vitesse nettement plus grande qu'il ne subit l'acte catalytique. Dans ce cas, 
KM est égale à la valeur de la constante de dissociation du complexe ES, elle traduit l'affinité 
du substrat pour l'enzyme. Les expressions de la vitesse pour le modèle de Michaelis-Menten 
et de Briggs-Haldane sont identiques. Nous remarquons que dans le modèle de Michaelis-
Menten l'hypothèse d'équilibre rapide entre les  formes libres de l'enzyme, du substrat et du 
complexe est plus restrictive, elle est un cas particulier du modèle de Briggs-Haldane. 
L'affinité du substrat pour l'enzyme est d'autant plus grande que la valeur de la constante de 
Michaelis est petite. 
Lorsque la valeur de [S]0 est égale à la valeur de KM, la valeur de la vitesse initiale est égale 
à VM/2, ceci quel que soit le modèle. 
? Constante de spécificité : une enzyme peut avoir une très grande affinité pour un substrat mais 
une constante catalytique faible et inversement. Afin de caractériser la spécificité globale 
d’une enzyme vis-à-vis d’un substrat, on utilise le rapport suivant, appelé constante de 
spécificité :  
                                                                                                                             (Eq.I.51) 
 La limite supérieure de  rsp  est la constante de vitesse d'association de l'enzyme E et du 
substrat S : k1. Cette constante a pour limite la vitesse de diffusion des macromolécules dans le milieu 
réactionnel qui est de l'ordre de  108 - 109 s-1.M-1 
Le tableau I.5 présente les valeurs de ces trois constantes pour quelques enzymes. 
Enzyme Substrat k+2 (s-1) KM (M) rsp (s-1.M-1)
Acétylcholine estérase Acétylcholine 1,4.104 9.10-5 1,6.108
Catalase Peroxyde d’hydrogène 4,6.103 28,6. 10-3 1,6.105
Pénicillinase Benzylpénicilline 2.103 5.10-5 4.107
Uréase Urée 5,8.103 2,9.10-3 2.106
Glucose oxidase Glucose 1,9.103 50,3. 10-3 3,8. 104
Tableau I.5 : Valeurs des constantes catalytiques de Michaelis et de spécificité de quelques enzymes (site brenda.com)
I.3.5.2 Effet coopératif – Equation de Hill 
Certaines enzymes ne présentent pas un comportement cinétique de type michaelien. Dans ce 
cas, la courbe vitesse initiale vs concentration en substrat est généralement une sigmoïde, indiquant 
une fixation coopérative du substrat sur le site actif. Ceci veut dire que la fixation d’une molécule de 
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substrat affecte la fixation de la suivante. Elle peut la renforcer ou au contraire la gêner. On parle 
alors de coopérativité positive ou négative. Ce comportement est souvent observé dans le cas 
d‘enzymes multimériques possédant plusieurs sites d’interaction. 
L’équation de Hill est souvent utilisée pour rendre compte du phénomène de coopérativité 
(Eq.I.52) :
                                                                                                   (Eq.I.52)
Avec Vmax : vitesse maximale de réaction; [S] : concentration de substrat; kH : constante de Hill; n : 
coefficient de Hill, représentant de degré de la coopérativité de la fixation. 
? Si n = 1 : les fixations successives de substrat sont indépendantes. Il s’agit d’une fixation 
simple et l’équation de Hill est semblable à celle de Michaelis-Menten 
? Si n > 1 : il y a coopérativité positive 
? Si n < 1 : il y a coopérativité négative. 
I.3.5.3 Facteurs influençant l’activité d’une enzyme libre 
Influence de la température 
 La vitesse des réactions chimiques augmente généralement avec la température en raison de 
l’énergie cinétique fournie aux molécules qui augmente le nombre de collisions efficaces conduisant 
aux produits de réaction. Cependant, dans le cas d’une réaction enzymatique d’autres paramètres vont 
avoir une influence.  Ainsi, la stabilité du complexe enzyme-substrat ou l’ionisation de certains sites 
varient avec la température. Par ailleurs, la structure tertiaire des enzymes, très ordonnée et 
complexe, est nécessaire à la fixation stéréospécifique du substrat. Une élévation de la température 
peut détruire cette structure conduisant à une diminution, voire à la perte de l’activité enzymatique 
(désactivation thermique irréversible).  
Ainsi que le montre la figure 1.36, il existe une température optimale qui permet d’obtenir 
une vitesse constante pendant toute la durée de l’expérience. Au-delà de la température critique Tc, il 
se produit le phénomène de dénaturation. Les enzymes de faible masse moléculaire portant une seule 
chaîne polypeptidique et des liaisons disulfures sont plus sensibles à la dénaturation que les enzymes 
à grande masse moléculaire.  La dénaturation est souvent très sensible dès 50°C à 60°C. En  général, 
il est conseillé de travailler au moins à 10°C en dessous du seuil de dénaturation. La résistance de 
l’enzyme vis-à-vis de la dénaturation thermique dépend également d’autres paramètres tels que le pH, 
la force ionique ou la présence de ligands. 
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Fig.I.36: Effet de la température sur la vitesse d’une réaction chimique (A), sur la dénaturation d’une enzyme (B) et sur l’activité 
globale d’une enzyme(C)114
Influence du pH 
 L’effet du pH sur l’activité enzymatique est souvent lié à l’état d’ionisation du substrat (dont 
une forme seulement est catalysée) ou d’un certain nombre de groupements dissociables de l’enzyme 
nécessaires pour maintenir la conformation du site actif et qui participent à l’élaboration du complexe 
ES. Le pH peut donc avoir une influence sur les constantes telles que k+2, KM et k+2/KM (Fig.I.37).  
 Les différents groupements dissociables pouvant être présents au niveau du site actif sont les 
groupements carboxyles ou amines situés en bout de chaîne, les groupements imidazoles des résidus 
histidines, guanidines des arginines, sulfydryles des cystéines et phénoliques des tyrosines. La valeur 
des pKa de ces groupements dépend beaucoup de leur environnement polaire ou non polaire. Dans la 
pratique, le pH optimal est choisi aussi en fonction des conditions de mesure donc un compromis est 
nécessaire surtout lorsqu’une séquence de réactions enzymatiques est mise en jeu. 
Fig.I.37: Effet du pH sur les équilibres mis en jeu dans la réaction enzymatique114
  
Ces effets de pH et leur amplitude diffèrent d’une enzyme à l’autre (Fig.I.38). La plupart des 
enzymes sont actives dans un domaine limité de pH. On peut attribuer ce fait à la stabilité de la 
KaES
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protéine enzymatique dans cette zone de pH. Le pH optimal est fonction du site actif et de l’affinité 
de l’enzyme pour son substrat.  
Fig.I.38: Comparaison de l’effet du pH sur l’amylase et la monoamine oxydase 
Influence de la concentration en substrat  
 La figure I.39 représente l’évolution de la vitesse enzymatique avec la concentration en 
substrat pour une enzyme présentant un comportement michaelien. Pour une quantité fixe d’enzyme 
et à faible concentration de substrat, la vitesse de la réaction est proportionnelle à la concentration en 
substrat. A des concentrations de substrat élevées, la vitesse de réaction est indépendante de la 
concentration en substrat et tend vers une valeur constante (vitesse maximale VM). Pour effectuer des 
mesures d’activité catalytique, il sera donc important de se placer en excès de substrat afin de pouvoir 
directement mesurer VM.  
      
Fig.I.39: Effet de la concentration en substrat sur la vitesse de réaction pour une enzyme de comportement michaëlien 
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Influence de la composition du milieu réactionnel 
Ainsi que nous l’avons vu précédemment, le pH affecte de manière significative les réactions 
enzymatiques. Celles-ci sont donc généralement réalisées en milieu tamponné. Dans ce cas, la nature 
du tampon ainsi que sa concentration doivent être choisies avec soin. En effet, une même enzyme 
peut avoir une activité plus grande en milieu tampon citrate qu’en milieu tampon acétate au même 
pH, la différence provenant du fait que le citrate chélate les ions métalliques présents pouvant inhiber 
l’enzyme. La présence des sels peut aussi affecter la vitesse d’une réaction enzymatique, soit par 
déplacement de l’équilibre de formation du complexe activé, soit par leur combinaison avec les 
réactifs. Pour obtenir des résultats reproductibles, la force ionique du système ne doit pas varier de 
façon trop importante. 
I.3.6 Quelques exemples d’enzymes 
Comme nous l’avons déjà mentionné, il existe différentes classes d’enzymes selon le type de 
réactions qu’elles catalysent. Les paragraphes suivants décrivent les caractéristiques principales des 
enzymes que nous avons utilisées dans ce travail et qui appartiennent toutes à la catégorie des 
oxydoréductases. 
I.3.6.1 Formaldéhyde déshydrogénase 
La formaldéhyde déshydrogénase (FDH) (EC 1.2.1.1)115, 116, comme son numéro EC 
l’indique, est une oxydoréductase agissant sur les groupements donneurs aldéhydes en utilisant 
NAD+ ou NADP+ comme accepteur. Son substrat principal est le formaldéhyde. La réaction 
d’oxydation du formaldéhyde catalysée par le FDH est la suivante :  
                      HCHO + NAD+ + H2O                   HCOO- + NADH + 2H+       (Eq.I.53) 
Cette enzyme est présente dans une grande variété de micro-organismes115, 116 et participe à 
l'élimination du formaldéhyde provenant de sources environnementales ou endogènes. Lorsqu’elle 
provient d’une souche de micro-organisme telle que la souche bactérienne Pseudomonas putida
(PFDH, EC 1.2.1.46)115, 117, le cofacteur NAD+ suffit au bon déroulement de la réaction. Par contre, il 
a été montré que certaines FDHs nécessitent la participation de NAD+ et de glutathion pour pouvoir 
assurer leur activité catalytique. C’est le cas par exemple de la FDH issue du champignon Candida 
boidinii115, 116, 118.  
FDH
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 L'enzyme pFDH, dans sa forme active, est un homotétramère composé par quatre sous-unités 
identiques, dont chacune comprend 398 résidus d'acides aminés et deux ions zinc (un ion Zn2+ pour la 
structure et un autre ion pour l’activité catalytique). La masse moléculaire de chaque sous unité de 
pFDH est d’environ 42 kDa. La sous-unité de la pFDH (Fig.I.40) contenant le site actif vis-à-vis du 
formaldéhyde est constituée de deux domaines séparés par une fente contenant une poche profonde 
qui permet de recevoir la partie nicotinamide du cofacteur NAD. L'un des domaines de cette sous 
unité est responsable de la fixation de cofacteur tandis que l'autre partie contient les groupements 
permettant la fixation du substrat. Cette dernière est donc à l’origine de la spécificité de l’enzyme. 
Les tailles de ces deux domaines ne sont pas égales. Le domaine catalytique comprend 231 acides 
aminés, tandis que le domaine de fixation du cofacteur ne comporte que 167 acides aminés.  
                                                        
Fig.I.40: Structure de la sous- unité constituant l’enzyme pFDH 
 L’ion Zn2+ participant aux activités catalytiques de l’enzyme est en coordinence tétraédrique 
avec trois acides aminés (cystéine, histidine, acide aspartique) et une molécule d'eau qui va être 
remplacée par la?molécule du substrat ou de l’inhibiteur. L’ion Zn2+ intervient dans le mécanisme 
catalytique comme un acide de Lewis dont la fonction est de renforcer la polarité de la liaison du 
substrat et de la rendre plus facilement hydrolysable111, notamment quand les aldéhydes aliphatiques 
se présentent sous forme hydraté dans la solution (formes gem-diol). Le deuxième atome de Zn est 
quant à lui lié à quatre résidus cystéines.  
Le mécanisme principal de conversion du formaldéhyde catalysé par la pFDH proposé dans la 
littérature est celui décrit par les réactions I.31 à I.36. Il comporte essentiellement l’étape d’oxydation 
d’une molécule d'aldéhyde de façon irréversible par le complexe Enz-NAD+ pour former le complexe 
carboxylate correspondant suivie de l’étape de dissociation du produit, de l’enzyme et du coenzyme. 
Toutefois, Tanaka et al. ont montré que ce mécanisme comporte éventuellement une autre voie 
conduisant à la réduction du formaldéhyde en alcool115 (Fig.I.41).  
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Fig.I.41: Schéma d’un mécanisme possible pour la réaction de dismutation des aldéhydes catalysée par la pFDH115
Cette voie consiste en la fixation d’une autre molécule d’aldéhyde au complexe Enz-NADH 
suivie par sa réduction en Enz-NAD-alcool. Cette voie est possible à pH neutre où la liaison de 
l'aldéhyde au complexe Enz-NADH et sa réduction sont plus rapides que la dissociation du complexe 
Enz-NADH, NADH étant fermement (mais pas de manière covalente) lié à pFDH et le taux de 
dissociation de NADH étant considérablement ralenti. A pH plus élevé (9,5), le taux de réduction de 
l'aldéhyde diminue de façon conséquente tandis que le taux de dissociation de NADH reste inchangé, 
permettant la prédominance du processus d’oxydation de l’aldéhyde. Ceci permet d’expliquer la 
valeur de pH de fonctionnement optimale (pH 8,9) obtenue par Ogushi et al pour l’enzyme libre117, 
mais également que le domaine de stabilité de la pFDH se situe entre 7 et 9. 
En ce qui concerne la spécificité de la pFDH, le formaldéhyde est le meilleur substrat pour 
l'enzyme dans la série des aldéhydes, les valeurs de KM et VM sont respectivement 0,09 mM et 5,92 
μmol.min-1.mg-1 117 (Tableau I.6). La valeur de KM augmente et VM diminue avec l’augmentation de 
la longueur du groupement alkyle. Aucune activité n'a été observée pour les n-butyr-ou n-valer-
aldéhyde ou les alcools comme le méthanol ou l’éthanol. 
Substrat KM (mM) VM (μmol.min-1.mg-1) 
Formaldéhyde 0,09 5,92 
Acétaldéhyde 5,8 1,54 
Propionaldéhyde 47 0,09 
Isobutyraldéhyde 6,2 0,75 
n-Propanol 50 0,28 
Aryl alcohol 100 0,05 
Tableau I.6 : Paramètres cinétiques (VM et KM) de la formaldéhyde déshydrogénase pour divers aldéhydes et alcools117
III.3.6.2 Alcool oxydase  
 Contrairement aux bactéries chez lesquelles le métabolisme du méthanol est catalysé par des 
déshydrogénases, l’oxydation du méthanol chez les levures119-121 ou les champignons122, 123 est 
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catalysée par une enzyme dépendant de l’oxygène, l’alcool oxydase (AOX, EC 1.1.3.13). Il s’agit 
d’une enzyme appartenant à la famille des oxydoréductases (EC 1), agissant sur les groupements 
donneurs CH-OH qui utilise l'oxygène O2 comme accepteur d’électrons et qui catalyse 
principalement l’oxydation des alcools à chaînes courtes.  
Cette enzyme est un homooctamère, composé de sous-unités identiques donc la masse 
moléculaire de chacune se trouve dans les 74-83 kDa. Elles sont disposées selon une orientation 
quasi-cubique et chacune contient une molécule de FAD (Fig.1.31), liée de façon non covalente à 
l’enzyme119, 121, 124. Contrairement aux déshydrogénases NAD+-dépendantes, le recyclage de 
coenzyme n'est pas nécessaire.  
L’alcool oxydase contenant la FAD comme coenzyme catalyse l’oxydation des alcools à 
chaîne courte (essentiellement méthanol et éthanol) en réduisant d’abord le complexe AOX-FAD en 
présence du substrat pour former le produit ainsi que la forme hydrogénée AOX-FADH2 qui est 
ensuite ré-oxydée par l'oxygène moléculaire avec formation de peroxyde d'hydrogène selon la 
réaction (Eq.I.54). 
                                        RCH2OH + O2                    RCHO + H2O2                          (Eq.I.54) 
L’affinité de l’enzyme pour les alcools diminue avec l'augmentation de la longueur de la 
chaîne alkyle, sauf dans le cas de l’AOX issue du champignon Paecilomyces variotii124 dont l’ 
activité vis-à-vis du méthanol est légèrement plus élevée que celle vis-à-vis de l’éthanol (Tableau 
I.7). Une absence d’activité a été observée pour des alcools de longueur de chaîne alkyle plus longue 
que C5, les alcools secondaires ou tertiaires et les alcools aromatiques119. 
L’AOX est également connue pour sa réactivité vis-à-vis du formaldéhyde. Puisque ce dernier 
est quasi totalement hydraté en solution aqueuse, le formaldéhyde peut être considéré chimiquement 
comme l'équivalent chimique d'un alcool. L’alcool oxydase oxyde le formaldéhyde en acide 
formique119, 121, 124. Des travaux réalisés par Kato et al.119 ont montré que le site actif de l'enzyme 
impliqué dans l’oxydation des alcools et du formaldéhyde est commun. Cette activité vis-à-vis des 
aldéhydes est très peu discutée dans la littérature et elle est généralement considérée comme faible 
comparée à celle vis-à-vis du méthanol ou de l’éthanol. Dans le cas de l’alcool oxydase non 
commerciale isolée du champignon Paecilomyces variotti IRI017 124, elle est de l’ordre de 28 % de 
celle observée pour le méthanol et l’éthanol, tandis qu’elle est d’environ 5 % pour l’acétaldéhyde. En 
ce qui concerne l’enzyme issue de la levure Hansenula polymorpha, l’affinité pour le formaldéhyde 
est encore plus faible, 10 % par rapport à celle pour le méthanol, et la valeur de KM est de 2,6 mM119.  
AOX
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Activité relative (%) 
Substrat Hansenula 
polymorpha119 Pichia pastoris
125 Candida boidinii121 Paecilomyces variotii125
Méthanol 100 100 100 100 
Ethanol 49,8 82 78 106 
1- Propanol 44,2 43 32 33 
1- Butanol 3,19 20 17 - 
Tableau I.7: Activités relatives des alcools oxydases extraites de différentes souches de levure et de champignon pour divers alcools. 
L’activité pour le méthanol est arbitrairement fixée à 100 % pour chaque souche 
L’activité de l’AOX est généralement optimale dans le domaine de pH entre 8 et 9 et les 
enzymes sont stables sur une large plage de pH entre 6 et 10 124. Toutefois, la présence du produit 
issu de la réaction enzymatique, le peroxyde d’hydrogène, affecte considérablement l’activité ainsi 
que la stabilité de l’AOX119, 124-126. Cette diminution d’activité, voire l’inactivation de l’AOX par 
H2O2, est probablement due à l'oxydation des groupements essentiels –SH125. Une des méthodes la 
plus simple permettant de surmonter cette difficulté est d’imiter la nature, en couplant par exemple 
l’AOX à une autre enzyme pour faire disparaître ce composé. Dans les cellules de levure ou les 
organites spécifiques, la catalase, une enzyme appartenant à la famille des peroxydases qui catalyse la 
dégradation de H2O2 en H2O et ½ O2, est produite en réponse au méthanol119, 125.  
I.3.6.3 Lactate oxydase (LOX) 
 Il existe au moins deux types différents d’enzymes qui oxydent le L-lactate et utilisent 
l'oxygène moléculaire (O2) en tant qu'accepteur d'électrons. Elles appartiennent toutes les deux à la 
famille des flavoprotéines qui catalysent l'oxydation des ?-hydroxy-acides127. Elles possèdent la 
structure soit d’un tétramère128, soit d’un octamère129 dont les sous-unités identiques ont des masses 
comprises entre 41000128 et 47000 kDa129. Chaque sous unité contient une molécule de coenzyme
flavine-mononucléotide (FMN) (Fig.I.42) qui joue un rôle important dans le mécanisme de catalyse.  
?
Fig.I.42 : Structure chimique de la flavine-mononucléotide (FMN)
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La réaction catalysée par le premier type d’enzyme, la S-2-Hydroxide-acide oxydase; EC 
1.1.3.15, transforme le groupement 2-hydroxy acide carboxylique du lactate en 2-ceto acide 
carboxylique, conduisant à la production de pyruvate et de peroxyde d’hydrogène (Eq.I.55). Ce 
groupe comporte essentiellement la lactate oxydase (ancien numéro : EC 1.1.3.2) et la glycolate 
oxydase, (ancien numéro : EC 1.1.3.1). Elles se différencient principalement par leur origine ainsi 
que par leur spécificité. La première enzyme est souvent extraite à partir de souches de bactéries 
telles que Pediococcus sp. ou Aerococcus viridans130-132 et possède une affinité stéréo-sélective pour 
le L-lactate. La seconde est une enzyme habituellement trouvée dans les feuilles de plantes vertes ou 
les cellules de mammifères133 et elle catalyse l’oxydation de l’acide glycolique avec une vitesse trois 
fois plus grande (à pH optimal) que celle de l’acide lactique.  
Fig.1.43 : Structure générale de la L-lactate oxydase extraite de A.viridans. 
(a) Structure du tétramère 
(b) Structure des monomères vue de côté dans le site actif où le cofacteur FMN est situé 
Le deuxième type d’enzyme, produit notamment par les mycobactéries Mycobacterium 
smegmatis134, 135, catalyse l'oxydation et la décarboxylation du lactate en acétate (CH3COO-) et en 
dioxyde de carbone (CO2) avec réduction d’O2 en H2O (Eq.I.55). Du fait de ce mécanisme, l’enzyme 
a été nommée plus spécifiquement lactate 2-monooxygénase (numéro : EC 1.12.12.4). Néanmoins, 
quand ce catalyseur se trouve dans l’environnement cellulaire, notamment dans les conditions 
anaérobies, les produits issus de la réaction ne sont plus ceux mentionnés auparavant, et on retrouve 
le pyruvate et peroxyde d’hydrogène (Eq.I.56) 135, 136. 
                                (Eq.I.55) 
                                       (Eq.I.56)                 
Chapitre I : Etude bibliographique 
?
? - 61 -
La différence de mécanisme catalytique entre ces deux principaux groupes d’enzymes 
(Lactate 2-monooxygénase et S-2-Hydroxyde-acide oxydase) a été le sujet de nombreuses 
recherches. Il semble que cette différence se base essentiellement sur le complexe intermédiaire entre 
l’enzyme et le pyruvate135, 127, notamment dans la stabilité du complexe enzyme réduite-pyruvate, qui 
se dissocie environ 7000 fois plus vite avec la lactate oxydase qu’avec le lactate 2-monooxygénase 
(Fig.I.44). Dans le cas de la monooxygénase, la liaison du pyruvate à l'enzyme réduite ainsi que sa 
libération du complexe sont des processus très lents. Le pyruvate et le peroxyde d’hydrogène 
s’accumulent au niveau du site actif entraînant la décarboxylation quantitative du pyruvate par H2O2
et la libération des produits finaux, (acétate, eau et CO2)137. En revanche, avec la lactate oxydase ou 
la S-2-Hydroxide-acide oxydase, le pyruvate est libéré plus rapidement de son complexe permettant 
son oxydation relativement rapide avec O2. 
                     
Fig.I.44: Mécanismes rapportés pour l'oxydation enzymatique du L-lactate 
par la L-lactate oxydase (voie 1) et la L-lactate monooxygénase (voie 2)127
I.3.6.4 Peroxydase de raifort (horseradish peroxidase HRP) 
Les peroxydases, EC 1.11.1.7, sont des enzymes omniprésentes dans les plantes, les 
champignons, les bactéries, mais aussi chez les mammifères. Elles sont impliquées dans divers 
processus biologiques qui comprennent à la fois la synthèse de la paroi cellulaire, la dégradation, la 
réponse au stress, la signalisation pendant le stress oxydatif et l'élimination des xénobiotiques138. 
Ces enzymes catalysent les réactions d’oxydoréduction faisant intervenir un peroxyde (par 
exemple ROOR’ ou H2O2) comme oxydant : 
           ROOR' + donneur électron (2e-) + 2H+                    ROH + R'OH     (Eq.I.57)
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La réaction la plus simple est la dismutation du peroxyde d’hydrogène :  
                                             2 H2O2                    2 H2O  +  O2                                            (Eq.I.58)
Parmi les peroxydases, l’enzyme la plus connue est celle extraite à partir de la racine d’une 
plante, le raifort, Armoracia rusticana. Il s’agit d’une plante vivace cultivée dans les régions 
tempérées du monde, connue principalement pour les vertus culinaires de ses racines139.  
La peroxydase de raifort (HRP) appartient à la classe III de la superfamille des peroxydases 
qui comprennent les peroxydases d'origine bactérienne, fongique et végétale. Dans la littérature, le 
terme de « peroxydase de raifort » est générique. En effet, il existe dans la racine de cette plante 30 
enzymes présentant des séquences d’acides aminés différentes mais catalysant la même réaction 
chimique. Elles peuvent être classées selon leur point isoélectrique comme isoenzymes acides, 
neutres ou basiques140. Parmi ces enzymes, l'isoenzyme neutre C (HRP C) est la plus abondante139, 
140. Elle comporte une séquence unique de 308 résidus d'acides aminés ainsi que deux types de centre 
métallique : l’hème, un cofacteur composé d'un atome de fer contenu dans le centre d'un grand noyau 
hétérocyclique organique et deux atomes de calcium qui sont essentiels pour la structure et les 
fonctions de l'enzyme (Fig.I.45). La perte de ces deux atomes de calcium se traduit par la diminution 
de l'activité et de la stabilité thermique de l’enzyme139.  
Fig.I.45 : Représentation en 3D  de la structure cristalline aux rayons X de l’isoenzyme C peroxydase de raifort.  
En rouge : le groupe hème ; en bleu : les deux atomes de calcium  
Les réactions catalysées par la HRP se déroulent généralement en trois étapes distinctes138, 141
(Eq.I.59):  
? La liaison de H2O2 (ou un autre hydroperoxyde, ROOR’) à l'hème, Fe étant à l’état trivalent, 
suivie par le clivage hétérolytique de la liaison oxygène-oxygène de H2O2. Une molécule 
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d'eau est libérée au cours de cette réaction avec oxydation simultanée de l'hème pour former 
un intermédiaire (composé I). Le composé I n'est pas un complexe classique enzyme-substrat, 
mais plutôt un intermédiaire réactif avec un état d'oxydation supérieur (5 comparativement à 3 
pour l'enzyme de repos),  
? Le composé I est capable d'oxyder une gamme de substrats réducteurs par un mécanisme 
impliquant deux étapes séquentielles à électron unique et être reconverti en l'enzyme au repos. 
Lors de la première réduction, on obtient un second intermédiaire d’enzyme, le composé II, 
qui conserve l'hème à l’état oxydation IV,  
? Ce composé II est ensuite réduit en l'enzyme native (E) par une seconde molécule de substrat
réducteur (AH2). 
(Eq.I.59) 
En absence de ce substrat AH2, c’est H2O2 qui assure un double rôle, comme oxydant dans la 
formation du composé I et comme substrat donneur d'électrons (réduction) pour la peroxydase :  
(Eq.I.60) 
Cependant il est à noter que le mécanisme n’est pas forcément aussi simple que celui décrit par 
l’équation précédente (Eq.I.60). Des auteurs ont montré que l'étape finale au cours de laquelle le 
composé II est réduit est très lente et une autre espèce intermédiaire (composé III) a pu être identifiée 
par spectroscopie. Une activité de type catalase, qui libère de l'oxygène, a par ailleurs été observée. 
Enfin, il semble que l’enzyme soit progressivement inactivée du fait de sa transformation en 
verdohémoprotéine dépourvue d’activité catalytique141. 
I.4 Utilisation des enzymes dans le développement de 
biocapteurs   
Ainsi que nous l’avons brièvement présenté dans le paragraphe traitant de la classification des 
biocapteurs, l’utilisation d’une fine membrane enzymatique peut être le siège de la conversion d’un 
substrat en un produit détectable au niveau du transducteur en contact direct avec cette couche 
sensible. La sensibilité et la sélectivité du biocapteur dépend de l’affinité du composant biologique 
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pour le substrat mais également des propriétés physico-chimiques du transducteur. Une inhibition de 
l’enzyme conduisant à une inactivation du processus réactionnel peut être également mise à profit 
pour la mise en évidence de la présence de substances toxiques dans un milieu complexe142, 143.  
Dans la littérature, il est possible de trouver un très nombre d’exemples de biocapteurs 
enzymatiques. On peut citer les biocapteurs à  cholestérol oxydase pour la détection du cholestérol, 
les biocapteurs à glucose oxydase pour la détection du glucose, etc …36, 38, 39. L’utilisation d’enzymes 
présente de multiples avantages. En effet, il s’agit tout d’abord d’entités faciles à produire dont les 
propriétés catalytiques et la spécificité peuvent être améliorées par ingénierie génétique. La réponse 
du biocapteur peut par ailleurs être amplifiée par modulation de leur activité vis-à-vis des analytes 
cibles. Néanmoins, il existe certaines limitations à l’emploi des enzymes en tant que biorécepteurs. 
En effet, des étapes préliminaires de purification et de conservation sont nécessaires, engendrant ainsi 
des contraintes économiques conséquentes. De plus, la stabilité dans le temps des enzymes, leur 
besoin en cofacteurs de même que leur fragilité lorsqu’elles sont extraites de leur milieu naturel, 
peuvent être limitantes144, 145.  
De nombreux progrès ont pu être réalisés afin de remédier à ces inconvénients. Ainsi, des 
modifications génétiques ont été réalisées au niveau des microorganismes sécréteurs de certaines 
enzymes pour améliorer la sensibilité des essais ainsi que la stabilité et le temps de demi-vie de ces  
enzymes. De même, des interfaces électrochimiques et des médiateurs électrochimiques performants 
ont été développés145. A titre d’exemple, une acétylcholinestérase produite après modification 
génétique à partir de Drosophila melanogaster s’est avérée beaucoup plus performante pour l’analyse 
des insecticides que  celle disponible dans le commerce et extraite d’Electrophorus electricus146. 
L’utilisation de nanomatériaux a considérablement contribué à l’amélioration des biocapteurs 
enzymatiques en optimisant à la fois la surface de contact et l’activité catalytique. Par exemple, la 
mesure du peroxyde d’hydrogène produit lors de la catalyse de l’acétylcholine par un biocapteur à 
acétylcholinestérase-choline oxydase a été fortement améliorée par insertion de nanotubes de carbone 
à l’intérieur de l’électrode147 assurant ainsi la détection d’une large gamme d’insecticides 
organophosphorés. D’autre part, des techniques d’immobilisation innovantes ont été développées  
afin  de remédier à l’instabilité des enzymes utilisées au niveau des biocapteurs. Afin de garantir la 
meilleure sensibilité de détection, la fixation de l’enzyme doit avoir lieu au niveau de la zone active 
du capteur. Elle doit par ailleurs préserver l’activité de l’enzyme tout en assurant une bonne diffusion 
de l’analyte vers le site actif. La silice préparée par voie sol-gel constitue un bon exemple de matrice 
d’immobilisation qui permet d’améliorer la stabilité thermique des enzymes et leur adaptation aux  
conditions physiques et chimiques requises pour certaines analyses environnementales. Une 
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procédure de co-immobilisation de l’uréase et d’un indicateur de pH fluorescent dans une matrice 
sol-gel a permis, grâce à l’inhibition de l’activité enzymatique, de détecter Cu(II) et Cd(II) à des 
concentrations respectives de 20 et 230 μM148.  
I.4.1 Immobilisation des enzymes  
  
L’un des points les plus critiques dans la conception des biocapteurs est l’immobilisation du 
biorécepteur sur le transducteur. Plusieurs critères de sélection tels que le type de matériel biologique, 
le substrat à analyser ainsi que la configuration du transducteur doivent être pris en compte pour le 
choix de la technique d’immobilisation, l’objectif étant de garantir l’accessibilité au substrat, une 
réactivité maximale du biorécepteur et une stabilité suffisante permettant une réutilisation éventuelle 
du biocapteur. La technique d’immobilisation retenue ne doit pas perturber de manière importante les 
performances de l’élément biologique et ainsi ne pas conduire à une diminution de l’activité ou 
provoquer la dénaturation des enzymes149. Il existe plusieurs techniques d’immobilisation que l’on 
peut subdiviser en procédés physiques et en procédés chimiques (Fig.I.46).   
Fig.I.46: Représentation schématique des différentes méthodes d’immobilisation de l’enzyme 
Les avantages et inconvénients des différentes techniques d’immobilisation sont résumés dans 
le tableau I.8.  
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Méthode Avantages Inconvénients 
Adsorption 
- Facile à réaliser 
- Traitement peu dénaturant  
- Fixation très fragile 
- Désorption facile lors d’une 
variation de pH, de force ionique ou 
de température  
Piégeage - Traitement peu dénaturant  
- Contraintes diffusionnelles 
- Relargage possible de l’enzyme 
Liaisons covalentes 
- Faibles contraintes diffusionnelles 
- Liaisons fortes entre le bioélément et 
la surface de transducteur 
- Toxicité des molécules chimiques 
utilisées 
Réticulation 
- Utilisation conjointe à la rétention 
physique pour éviter le relargage 
- Toxicité des molécules chimiques 
utilisées 
- Contraintes diffusionnelles 
Tableau I.8: Avantages et inconvénients des différentes techniques d’immobilisation 
I.4.1.1. Méthodes physiques d’immobilisation  
Adsorption 
 L’adsorption physique est l’une des méthodes d’immobilisation les plus simples et non 
dénaturantes permettant de fixer des éléments de reconnaissance au niveau d’un transducteur. Cette 
méthode se base sur l’établissement d’interactions de faible énergie de type ionique, polaire ou 
hydrophobe, ou encore de liaisons hydrogènes entre le biorécepteur et un support non soluble, par 
l’intermédiaire d’un matériau actif tel qu’une résine échangeuse d’ions anionique ou cationique150, du 
charbon actif, de l’argile, de l’oxyde de l’aluminium, du verre poreux, des céramiques ou des 
nanoparticules38, 151.  
 Malgré sa simplicité de mise en œuvre, cette technique demeure très peu utilisée pour la 
conception des biocapteurs, car les éléments immobilisés peuvent facilement se désorber sous 
l’action d’une variation de pH, de température, de concentration en substrat ou de force ionique144. La 
stabilité et la durée de vie des biocapteurs sont donc diminuées. De plus, afin d’assurer une bonne 
adsorption, la surface d’électrode doit être absolument propre, ce qui requiert une longue étape de 
nettoyage préalable152. 
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Piégeage 
 Ces techniques consistent à piéger le biorécepteur dans un matériau d’origine organique ou 
inorganique. Les entités biologiques peuvent être mélangées au matériau, puis déposées à la surface 
du transducteur, immobilisées à l’intérieur d’un réseau polymérique lors de sa synthèse en surface du 
capteur ou confinées derrière une membrane. La maille de la matrice ou de la membrane assurent de 
manière purement physique la rétention de ces molécules tout en permettant la circulation du substrat 
et du produit de la réaction vers le site actif. La sélectivité est maintenue grâce au contrôle de la 
porosité du matériau ainsi que de ses propriétés chimiques.  
 La nature de ces matériaux est très variée. Il existe des gels ou des polymères chimiques ou 
biologiques insolubles tels que l’alginate, la carraghénane, la silice, l’agarose, le chitosane, la 
gélatine, le polyacrylamide, le polyéthylène glycol, l’alcool polyvinylique, …149, 153, 154. La micro-
encapsulation dans des billes de verres poreuses153, 154 ou le piégeage dans des membranes de 
dialyse40 ou de filtration155 a également été proposée. 
 L’inconvénient majeur de ce type de technique réside dans l’établissement d’une résistance 
diffusionnelle supplémentaire qui peut se traduire par une diminution de la vitesse de réponse du 
biocapteur144. L’activité des biomolécules par ailleurs devient fortement dépendante de 
l’environnement local (pH, force ionique, etc.) et l’accès du substrat au site actif de l’enzyme peut se 
trouver également limité. Les propriétés de gonflement des hydrogels peuvent s’avérer également 
gênantes dans certains cas et provoquer le décollement du biomatériau de la surface du transducteur 
ou le relargage du biorécepteur.  
  
Cas de l’immobilisation par le Nafion® 
Le Nafion® est un copolymère de tétrafluoroéthylène et de perfluoro(4-methyl-3,6,-dioxaoct-
7-ene) acide sulfonique développé dans les années 1960 par la société DuPont156. Il s’agit du premier 
polymère synthétique de la catégorie des ionomères (Fig.I.47).  
????????????????????????????????????????????????
Fig.I.47: Structure chimique du Nafion 
Les premiers développements réalisés dans le domaine des ionomères perfluorosulfonatés de 
Nafion® avaient comme objectif de réaliser des membranes permsélectives pour les cellules 
électrochimiques utilisées à l’échelle industrielle dans la production de NaOH, KOH et Cl2. A 
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présent, le Nafion® est essentiellement utilisé comme membrane échangeuse de protons dans les 
piles à combustible. Il combine la stabilité chimique, thermique et oxydative des polymères 
perfluorés tels que le polytétrafluoroéthylène (PTFE) aux propriétés des acides forts dues au 
groupement acide sulfonique fluoré. Comme le Teflon®, le Nafion® est extrêmement résistant aux 
attaques chimiques ce qui lui permet de ne pas libérer des fragments ou des produits de dégradation 
dans le milieu environnant. Il résiste également à haute température. Dans certaines applications, le 
Nafion® peut être utilisé à des températures allant jusqu'à 190°C. Le Nafion® est par ailleurs un 
excellent conducteur d'ions, avec une très forte sélectivité vis-à-vis des anions, et il est 
biocompatible. 
On peut grossièrement distinguer trois principaux domaines dans le Nafion:  
- un domaine hydrophobe semi-cristallin continu constitué des chaînes de polytétrafluoroethylène.  
- un cluster hydrophile de groupements sulfonates et leurs contre-ions (30-50 nm) qui gonfle 
et change de taille ou de forme avec la teneur en eau, et forme ainsi un réseau continu permettant le 
transport de l'eau et des ions.  
- un domaine interfacial d’hydrophobie intermédiaire. 
Cependant, malgré le grand nombre d’études réalisées et de modèles proposés, la 
microstructure du Nafion®, à l’origine de ses propriétés particulières, reste un sujet de controverse157-
159. Le premier modèle morphologique de Nafion®, et certainement le plus utilisé, est celui de 
Geirke157. Il suppose que les forces dipolaires créées par les paires d'ions forment des agrégats 
ioniques, nommés les clusters ioniques. Cette force entre en compétition avec la force élastique des 
chaînes de polymère. Lors de la formation des clusters sphériques, les chaînes de polymères sont 
étirées et agissent comme un frein à l'agrégation des ions, limitant la taille des agrégats à quelques 
angströms (A°). Les clusters sont reliés par des canaux qui permettent la circulation des protons, à 
l’origine de la conductivité du Nafion® et de ses propriétés de transport permsélectif. L'hydratation 
provoque une augmentation du diamètre des clusters et la diminution de leur nombre (Fig.I.48).  
 Le Nafion® possède des propriétés intéressantes pour l'immobilisation d'enzymes à la surface 
d'une électrode. L'immobilisation peut se faire de trois manières différentes :  
? Le polymère peut tout d’abord être déposé sur la surface de l’électrode avant que les enzymes 
n’y soit fixées160. Le problème de cette procédure est qu'elle soumet directement l'enzyme à 
l'environnement chimique de la matrice et conduit généralement à une baisse de son activité, 
? Le deuxième type d'immobilisation  consiste à piéger les enzymes entre une membrane de 
Nafion® et l'électrode. Cette opération est généralement réalisée par un premier dépôt d’une 
solution d'enzyme ou par l’électro-polymérisation d'un polymère conducteur en présence de 
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l'enzyme sur la surface sensible de l’électrode suivi par l’ajout d’une solution de Nafion®. 
Cette procédure a été abondamment utilisée161-164, 
? Le troisième type d'immobilisation consiste à piéger l'enzyme dans la membrane Nafion®165, 
166. Cependant, piéger directement les enzymes à la surface de l'électrode par la membrane 
Nafion® préparée à partir de la solution commerciale sous forme acide a pour conséquence de 
diminuer la durée de vie et l'activité de l'enzyme. Cette difficulté peut être surmontée par 
dilution de la solution commerciale suivie de sa neutralisation. Néanmoins, dans le cas où la 
réaction enzymatique produit des protons (cas des déhydrogénases), on observe la 
réacidification de la membrane de Nafion®, ce qui peut diminuer l’activité des enzymes. 
Moore et al167 ont proposé d’utiliser des ions tétraalkylammoniums comme contre-ions des 
sulfonates. 
Fig.I.48: Modèle du réseau de « cluster» pour la morphologie du Nafion® hydraté157
I.4.1.2 Méthodes chimiques d’immobilisation  
Liaison covalente  
 Cette technique consiste en la formation de liaisons covalentes stables entre l’enzyme et le 
support. Les groupements ne doivent pas être nécessaires pour l'activité catalytique ou être situés trop 
près du site actif. Il peut s’agir de groupements amines, carboxyles ou sulfhydriles des biomolécules 
et des transducteurs porteurs de groupements amines, époxys ou tosyles149, 153. Une activation du 
support portant soit des groupements amines soit des groupements carboxyliques permet par exemple 
la formation de liaisons amides, respectivement, avec les fonctions carboxyliques ou amines de 
l’enzyme149. Néanmoins, l’exposition à des conditions chimiques agressives affecte la viabilité et 
l’activité cellulaire et peut entraîner la perte en enzymes intracellulaires. Cette technique est donc peu 
favorable à l’immobilisation de cellules entières144.  
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Réticulation   
  La technique de co-réticulation repose sur l’interaction entre l’enzyme, une protéine inerte, 
appelée « protéine de charge », et un agent bifonctionnel, le plus connu étant le glutaraldéhyde168
pour créer un réseau renforçant la cohésion de la membrane.  
La réticulation des enzymes peut être réalisée directement au niveau du transducteur ou au 
niveau d’une membrane qui sera placée par la suite au niveau du transducteur144. Cette méthode est 
facile à mettre en œuvre et on observe une bonne stabilité des édifices ainsi obtenus. Cependant, la 
constitution d’un réseau tridimensionnel peut limiter la diffusion de l’analyte et diminuer la cinétique 
enzymatique. De plus, la réaction chimique peut être à l’origine d’un changement de conformation de 
l’enzyme, provoquant une perte d’activité de la membrane co-réticulée149. Le choix de la technique 
d’immobilisation dépend de la nature de l’enzyme, du transducteur et de l’environnement dans lequel 
le biocapteur fonctionne. Il dépend aussi des stabilités mécaniques et chimiques de la matrice et de 
son coût. La meilleure technique, d’après Bowers, n’existe pas169.  
Cas de la réticulation par le glutaraldéhyde  
 Le glutaraldéhyde est un membre de la famille des aldéhydes. En fait, il s’agit d’un 
dialdéhyde sous forme liquide huileux, incolore et très odorant. Il est principalement disponible 
commercialement sous forme acide en solution aqueuse de pH compris entre 3,0 et 4,0. Comme 
mentionné dans le paragraphe précédent, le glutaraldéhyde (GA) possède une place importante dans 
le classement des agents de réticulation du fait de sa fiabilité, son faible coût et sa facilité 
d'utilisation. Le GA est le réactif de choix dans les cas nécessitant une immobilisation rapide et sûre 
de protéines.  
Le glutaraldéhyde présente une chimie complexe en milieu aqueux168. Il a ainsi été montré 
que la solution aqueuse commerciale de GA (25 ou 70 %) est constituée d’un mélange de plusieurs 
formes de ce réactif (Fig.I.49). Les différentes formes de GA dépendent des conditions en solution. Il 
existe le GA libre (I), la forme linéaire monohydrate (II) et dihydrate (III), hémi-acétal cyclique (IV) 
et des oligomères (V)… Dans les solutions acides et neutres le GA existe comme monomère, en sa 
forme d'aldéhyde libre, hydraté ou hémi-acétal. A des concentrations élevées, il polymérise pour 
former des oligomères hémi-acétals.  
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Fig.I.49: Résumé des formes possibles du glutaraldéhyde en solution aqueuse 
?
Toutes ces formes de GA peuvent réagir avec les enzymes, ceci de différentes manières, et 
conduire à leur immobilisation. La figure I.50 montre les produits du couplage des enzymes avec le 
GA selon la forme et les conditions dans lesquelles il se trouve170. 
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Fig.I.50: Réactions des enzymes avec le glutaraldéhyde dans des conditions acides (a) et basiques(b)?
La réticulation des enzymes avec le GA se déroule généralement dans une solution tampon 
aqueuse dans des conditions de pH, de force ionique et de température proches des conditions 
physiologiques, permettant ainsi une bonne stabilisation des composants biologiques168. Celle-ci est 
obtenue soit par formation d'un réseau tridimensionnel grâce à la création de liaisons 
intermoléculaires entre molécules d’enzymes, soit par liaisons à un support insoluble, tel que le nylon 
ou la silice fondue, soit par co-réticulation avec des protéines inertes telles que la gélatine ou 
l’albumine de sérum bovin (BSA). Ce dernier reste l’agent de co-réticulation le plus utilisé pour  
l’immobilisation des enzymes en vue de l’élaboration de biocapteurs. C’est une protéine riche en 
lysine (59 molécules), acide aminé qui joue un rôle important dans l’insolubilisation du réseau 3D 
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formé entre l’enzyme, le GA et la BSA. L’ajout de BSA est d’autant plus important que la taille des 
enzymes est petite. 
Toutefois, il est primordial lors de l’étape d’immobilisation de bien contrôler les paramètres 
tels que? le pH, la force ionique168. Une trop faible concentration en glutaraldéhyde favorise la 
formation de liaisons intramoléculaires, empêchant la constitution de la membrane et provoquant la 
précipitation de l'enzyme. Par contre, une trop forte quantité peut entraîner un changement de 
conformation de l'enzyme, en particulier, une déformation de la structure du site actif. Cette 
distorsion peut limiter l'accessibilité et l'adaptation du substrat, ce qui affecte le maintien de l'activité 
biologique. 
Le glutaraldéhyde a été largement utilisé pour le développement de biocapteurs. Il est souvent 
employé sous sa forme liquide mélangé directement avec les biomolécules21, 171-173. Toutefois, il est 
possible également d’utiliser ce réactif  sous forme de vapeur saturée174, 175. Dans une étude, Li et al.
ont comparé différents modes d’immobilisation de l’acétylcholinestérase pour le développement de 
biocapteurs ampérométriques176. Ils ont pu montrer que les vapeurs de GA conduisaient à de 
meilleurs résultats que la forme liquide. La même conclusion a été obtenue par Chang et al. pour un 
biocapteur utilisant la L-glutamate oxydase comme élément de reconnaissance177. Ces résultats  
peuvent être attribués au fait que les conditions expérimentales sont plus douces en présence de 
vapeur (effet de dilution). 
I.4.1.3 Ajout de nanomatériaux 
  
 Ces dernières années, le domaine des nanotechnologies s’est développé de façon considérable. 
Ce domaine comporte l'étude, la manipulation, la création et l'utilisation de matériaux, de dispositifs 
ou de manière plus générale de systèmes dont les dimensions sont inférieures à 100 nm. En ce qui 
concerne les biocapteurs, la nanotechnologie joue un rôle de plus en plus important aussi bien au 
niveau de leur miniaturisation que du développement de nouveaux systèmes d’immobilisation des 
biorécepteurs178-180. Les nanomatériaux tels que les nanoparticules ou les nanofils métalliques, les 
quantums dots ou les nanotubes de carbone présentent des propriétés catalytiques, optiques ou 
électroniques particulièrement intéressantes. Ils peuvent être préparés et manipulés relativement 
facilement et présentent une réactivité généralement élevée ainsi qu’une importante surface 
développée. Les nanomatériaux sont actuellement employés dans de nombreux domaines tels que 
l'électronique, la médecine, la pharmacie, la cosmétique, l’analyse environnementale, la catalyse et la 
science des matériaux, et d’une manière intensive de nos jours dans le domaine des biocapteurs181-184. 
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Leur taille est proche de celle de biomolécules comme les enzymes, les anticorps ou les acides 
nucléiques, rendant possible la synthèse de nouveaux systèmes hybrides pouvant combiner à la fois 
les propriétés optiques ou électroniques uniques des nanomatériaux avec les propriétés sélectives des 
biomolécules. De nombreuses revues ont été consacrées ces dernières années à l’utilisation des 
nanomatériaux dans le domaine des biocapteurs électrochimiques185-189 ou aux applications des 
enzymes immobilisées dans ou sur des nanomatériaux190. 
 Les nanomatériaux peuvent être à base de carbone, d’oxydes de métal (zinc, fer, titane), de 
métaux (or, argent et fer), ou de sulfure ou séléniure de cadmium (quantum dots). Ils peuvent être 
fonctionnalisés afin de permettre le greffage des biorécepteurs, et de concentrer localement les 
espèces ciblées qui sont ensuite détectées. Cette approche permet d’une part de minimiser le 
problème de diffusion, d’augmenter la surface de contact avec le milieu environnant et d’accroître la 
densité de greffage des biomolécules, et d’autre part de maintenir la stabilité et l’activité de la 
biomolécule. L’utilisation de nanomatériaux fonctionnalisés permet d’augmenter la sensibilité et la 
stabilité des biocapteurs.  
 Le tableau I.9 présente quelques exemples de biocapteurs optiques ou électrochimiques 
développés avec des nanoparticules. 
Tableau I.9 : Exemples d’application des nanoparticules à l’immobilisation de biomolécules
I.4.2  Influence de l’immobilisation sur les propriétés de l’enzyme  
  
Comme indiqué dans le paragraphe I.3.5.3., les performances catalytiques des enzymes libres 
en solution sont influencées par la composition du milieu (pH, nature et concentration du tampon) et 
Type de 
nanoparticules 
Récepteur Analyte Mode de détection Réf 
Au Oligonucléotides ADN Ampérométrie 191 
Au Anti-IgG  IgG humain SPR  192 
Fe3O4 Glucose oxidase Glucose Voltammétrie cyclique et 
ampérométrie 
193  
Ag Laccase Lutéolol 
(Flavonoïde) 
Voltammétrie à onde carrée  
194 
Pt Laccase Méthomyle 
(pesticide) 
Voltammétrie cyclique et à 
onde carrée  
195 
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sa température. A ces paramètres vont s’ajouter (ou se substituer) ceux liés à l’étape d’immobilisation 
sur le transducteur lorsque les enzymes sont utilisées pour l’élaboration de biocapteurs. Le simple 
contact de la protéine avec la surface des transducteurs ou celle du matériau utilisé pour sa rétention 
peut modifier son comportement vis-à-vis de son environnement, en jouant notamment sur l'équilibre 
moléculaire entre l'état natif et déplié des protéines. L’ajout d’une matrice d’immobilisation et/ou la 
création de liaisons covalentes ou ioniques entre l’enzyme et le support vont pouvoir accentuer ce 
phénomène ou, au contraire, le limiter. Les changements observés ainsi que leur importance vont 
dépendre de la nature de l’enzyme, du matériau composant le transducteur ou la matrice 
d’immobilisation et de l’interface protéine/matériau/solution196.  
  
 I.4.2.1 Nature de l’enzyme 
Les enzymes sont de nature amphiphile puisqu’elles sont constituées d’acides aminés dont les 
chaînes latérales peuvent être polaires (Asp, Glu, Arg, Lys, His, Asn, Gln, Ser, Thr, Tyr) ou non (Ala, 
Gly, Val, Leu, Ile, Pro, Phe, Met, Trp, Cys). Les acides aminés polaires peuvent par ailleurs être 
chargés positivement (Arg, Lys, Hys), négativement (Asp, Glu), ou rester neutres en fonction du pH 
(Tableau I.3).  Les chaînes latérales non polaires des acides aminés ont tendance à se rassembler vers 
l’intérieur de la protéine en milieu aqueux de manière à minimiser leur contact avec les molécules 
d’eau. Au contraire, les chaînes latérales hydrophiles se disposent plutôt à la périphérie de la protéine 
où elles peuvent former des liaisons hydrogènes. Cependant, certaines chaînes latérales présentant un 
caractère polaire sont assez longues pour avoir quelques propriétés non polaires (ex : Tyr, Thr, Arg, 
Lys). La répartition des acides aminés polaires, non polaires et mixtes va jouer un rôle important dans 
le repliement de la protéine en solution mais également sur son dépliement possible au contact de 
surfaces hydrophiles et hydrophobes. Des changements structurels peuvent avoir lieu du fait de la 
formation de liaisons hydrogènes entre la surface hydrophile, les groupements polaires des acides 
aminés de l’enzyme et des molécules d'eau, résultant en une perte de la conformation de la protéine et 
en particulier de son site actif. Les mêmes phénomènes peuvent être également observés entre les 
groupements hydrophobes de l’enzyme et une surface hydrophobe. Les interactions hydrophobes 
provoquent une déshydratation de la surface de la protéine. Celle-ci peut alors s’étaler sur la surface 
et perdre sa conformation originale, ce qui peut induire une perte d’activité. Ce type de problème peut 
être résolu grâce à la conjugaison de l’enzyme à une petite molécule ou un polymère, typiquement 
des carbohydrates ou le polyéthylène glycol196.  
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 De manière similaire, la présence de charges à la surface de l’enzyme va être à l’origine 
d’interactions (attraction ou répulsion) avec des surfaces chargées, risquant de conduire à la 
distorsion de l’enzyme196. Une modification chimique (neutralisation) des groupements chargés avant 
immobilisation a été proposée pour résoudre ce problème. Il est à noter que le pH local au voisinage 
de l’enzyme immobilisée peut être différent de celui de la solution. Un certain nombre d'enzymes ont 
montré des changements dans le pH optimal de fonctionnement après immobilisation sur des 
supports.  
 Un autre paramètre important pouvant avoir une grande influence sur la sensibilité d’une 
enzyme vis-à-vis de son immobilisation est sa rigidité. Il existe en effet des protéines qualifiées de 
« dures » et d’autres de « molles » selon la valeur de leur compressibilité moléculaire adiabatique 
(βS). Les protéines dures telles que le lysozyme, la ribonucléase A ou la HRP, sont souvent moins 
sujettes aux changements de conformation lors de leur adsorption sur des surfaces. Au contraire, les 
protéines molles perdent assez facilement leurs structures secondaires et tertiaires et sont donc plus 
sensibles aux interactions avec le matériau de surface ainsi qu’aux variations de pH ou de 
température. La rigidité de ces enzymes peut être améliorée par greffage covalent sur un matériau 
avant dépôt sur le transducteur ou directement sur la surface du transducteur, ou par réticulation, par 
l’intermédiaire du GA par exemple. L’augmentation de la concentration en enzymes entraîne souvent 
une baisse d’activité du fait de l’encombrement stérique résultant, de la baisse de l’accessibilité du 
substrat au site actif, ou de la dénaturation de l’enzyme. L’effet contraire a néanmoins pu être observé 
dans le cas de protéines « molles » dont la flexibilité diminue à forte concentration.  
 Le même type d’approche peut être également utilisée pour stabiliser la structure quaternaire 
de certaines enzymes multimériques dont l’inactivation provient généralement de la dissociation des 
sous-unités qui les composent197. Beaucoup d’enzymes telles que les déshydrogénases, les aldolases, 
les oxydases ou les catalases entrent dans cette catégorie. Une autre stratégie permettant de limiter 
leur dissociation consiste à provoquer leur aggrégation puis leur réticulation198, ou à les recouvrir de 
polymères ioniques tels que la polyéthylèneimine (PEI)199. Ce polymère polycationique est en effet 
porteur de groupements amines ionisés capables d’interagir avec les groupements anioniques de 
surface de la protéine situés dans plusieurs sous-unités. 
 I.4.2.2 Nature du matériau composant le transducteur ou la matrice d’immobilisation 
Le caractère hydrophile/hydrophobe et la charge de surface du/des matériaux utilisé(s) vont, 
de la même manière que ceux de l’enzyme, avoir une influence sur la distorsion de la protéine et sur 
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son orientation sur le support, donc potentiellement celle de son site catalytique. Ces paramètres 
peuvent donc affecter son activité. En théorie, le microenvironnement de l’enzyme peut être modulé 
et optimisé en changeant la polarité et/ou la charge de surface du matériau. Un espaceur peut 
également être introduit entre l’enzyme et la surface afin de réduire les interactions 
hydrophobes/hydrophiles ou ioniques défavorables, rendre le site actif plus accessible et modifier la 
mobilité de l’enzyme. 
Dans le cas où l’enzyme est piégée à l’intérieur d’un matériau, il a été montré que, de manière 
générale, la réduction de la porosité du matériau améliore l’activité catalytique en diminuant la 
mobilité de la protéine et en augmentant son confinement (effet de concentration locale). Par contre, 
le transfert de masse à travers la matrice d’immobilisation diminue l’accessibilité des enzymes 
immobilisés aux substrats et peut affecter la cinétique de la réaction ainsi que le pH optimal et 
l’affinité apparente vis-à-vis du substrat198.  
Dans le cas où les protéines sont fixées à des particules, on observe une augmentation de 
l’efficacité catalytique avec la diminution de la taille des particules, ce qui peut être attribué à une 
augmentation de la fréquence des collisions entre le substrat et l’enzyme.  
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Le biocapteur faisant l’objet de ce premier chapitre vise à la détermination des alcools 
aliphatiques à chaîne courte. Des travaux antérieurs menés au laboratoire (thèse de M. Hnaien) avaient 
déjà montré la faisabilité de détection du méthanol et de l’éthanol par un biocapteur bi-enzymatique 
conductimétrique utilisant l’alcool oxydase et la catalase immobilisées dans un gel d’alcool 
polyvinylique (PVA) réticulé1. Cependant, tous les paramètres influençant la réponse du biocapteur 
n’avaient pas été optimisés. Par ailleurs, nous avons pu constater à plusieurs reprises par la suite un 
manque de reproductibilité des réponses du biocapteur ainsi que des problèmes de décrochage de la 
membrane de PVA non observés lors de la première étude. Il nous a donc paru intéressant de repartir 
de ce système existant afin de mieux comprendre son fonctionnement et d’améliorer sa robustesse. 
Nous avons choisi d’immobiliser les enzymes par réticulation à l’aide de vapeurs de glutaraldéhyde, 
méthode d’immobilisation commune à tous les capteurs développés dans cette thèse, et de remplacer la 
catalase par la peroxydase de raifort (HRP), enzyme plus robuste et plus active ayant la même 
fonctionnalité que la catalase dans le biocapteur, à savoir éliminer le peroxyde d’hydrogène formé par 
la réaction d’oxydation des alcools (chapitre I). Différents types de transducteurs ont par ailleurs été 
évalués. 
II.1.1 Généralités sur le méthanol et l’éthanol 
Les principales caractéristiques physico-chimiques de l’éthanol et du méthanol figurent dans le 
tableau II.1. Ce sont tous les deux, dans les conditions normales de température et de pression, des 
liquides incolores, volatiles et très inflammables. L’odeur dégagée par ces deux substances, 
lorsqu’elles sont pures, est plutôt agréable. Elle peut être perçue dès 84 ppm pour l’éthanol 2. Dans les 
milieux aqueux, la présence du groupement hydroxyle capable de former des liaisons hydrogènes avec 
les molécules d’eau les rend plus visqueux et moins volatiles que les autres solvants organiques ayant 
la même masse moléculaire.  
Les deux alcools sont des composés chimiquement stables pouvant notamment intervenir 
comme réactifs dans des réactions d’oxydation, de déshydrogénation, de déshydratation et 
d’estérification, le méthanol étant plus réactif que l’éthanol. 
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Nom Méthanol Ethanol 
Masse molaire 32,04 g.mol-1 46,07 g.mol-1
Point de fusion -97,8°C -114°C 
Point d’ébullition 64,7°C 78-78,5°C 
Densité 0,7915 0,789 
Densité de vapeur (air = 1) 1,11 1,59 
Température d’auto-inflammation 464°C 423-425°C 
Solubilité miscible dans l’eau miscible dans l’eau et 




Tableau.II.1: Caractéristiques physico-chimiques du méthanol et de l’éthanol 
Avec 50 milliards de tonnes produites chaque année (source : Journal de la France agricole), 
l’éthanol est incontestablement l’alcool le plus utilisé dans le monde. Sa production par fermentation 
est connue et réalisée depuis la civilisation babylonienne (3000 ans avant JC). Ce processus anaérobie, 
catalysé par des enzymes, transforme en alcool le sucre présent dans certains aliments tels que les 
fruits (raisin notamment) ou certaines plantes (Eq.II.1).  
                                    C6H12O6 →  CH3CH2OH + 2CO2                     (Eq.II.1) 
 Le méthanol, quant à lui, est produit à hauteur de 50 millions de tonnes par an. Méthanol et 
éthanol peuvent être préparés par synthèse chimique. A l’échelle industrielle, l’éthanol est produit par 
catalyse acide à partir de l’éthylène (Eq.II.2) tandis que le méthanol est obtenu par hydrogénation 
sélective du monoxyde de carbone à haute pression (200 à 1000 bar) et température (300 à 450°C) 
(Eq.II.3) : 
C2H4 + H2O →  CH3CH2OH                             (Eq.II.2)
CO + 2H2 →  CH3OH                                        (Eq.II.3) 
L’éthanol est omniprésent dans notre vie quotidienne, non seulement dans les boissons 
alcoolisées, mais également dans les produits cosmétiques et pharmaceutiques. L’alcool « à 90°» est 
un agent  bactéricide et désinfectant. Depuis quelques années, l’éthanol est également présent dans le
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biocarburant, l’E85, dont la source d’éthanol est issue de la culture de la canne à sucre, du blé et du 
maïs. L’éthanol, comme le méthanol, sont utilisés comme matières premières pour les synthèses de 
composés organiques, essentiellement celle de l’acide acétique, de l’acétate d’éthyle ou du 
formaldéhyde, ou encore celles d’additifs pour l’essence tels que l’éthyltertiobutyleéther, ajouté pour 
empêcher l’évaporation et l’humidité, ou le méthyltertiobutyléther, utilisé comme antidétonant. 
(Fig.II.1.a et b)3.  
                               
  
   
Fig.II.1: Consommation mondiale d’éthanol (%) par segment de marché en 2011 (a) et 
répartition des différentes utilisations mondiales du méthanol en 2009 (b) 
II.1.2 Métabolisme et toxicité  
II.1.2.1 Méthanol  
 Chez les mammifères, le méthanol peut être absorbé par ingestion, inhalation ou par voie 
cutanée3. Il est ensuite rapidement diffusé vers les organes, notamment le foie où se passe l’essentiel 
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du processus de métabolisation (Fig.II.2). Le méthanol est tout d’abord converti en formaldéhyde, 
cette réaction étant catalysée par l’alcool déshydrogénase (ADH), puis ce dernier est transformé en 
formiate grâce à la formaldéhyde déshydrogénase (FDH). Le cofacteur NAD+ des deux 
déshydrogénases est régénéré via le métabolisme du pyruvate. Le métabolisme se termine par la 
formation de dioxyde de carbone sous la dépendance de l’acide folique4, étape limitante car non 
catalysée. Ceci explique l’accumulation dans l’organisme de méthanol non transformé et de formiate 
(plus toxique que le méthanol) lorsqu’une quantité importante de cet alcool pénètre dans l’organisme5. 
Des acidoses sanguines sont alors généralement observées4.  
                    
Fig.II.2: Métabolisme du méthanol4
 Les symptômes de l’intoxication aiguë au méthanol concernent principalement le système 
nerveux central et se traduisent par une somnolence suivie par une phase d’excitation, un manque de 
coordination des mouvements volontaires, la paralysie, les troubles respiratoires, la cécité et même la 
mort dans les cas d’intoxication importante. La dose létale estimée pour les adultes est d’environ 15 
mL d’une solution de méthanol à 40 % 6. L’intoxication au méthanol peut être traitée par une dialyse 
ou l’administration d’éthanol6. Toutefois les séquelles oculaires sont très fréquentes5. L’exposition 
chronique au méthanol à des concentrations de 200 à 300 ppm peut entraîner des maux de tête 
persistants et répétés. Des teneurs plus élevées (entre 1200 à 1800 ppm) ont des conséquences graves 
sur les organes optiques5. 
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II.1.2.2 Ethanol  
L’éthanol pénètre rapidement dans l’organisme par voie orale et par inhalation alors que 
l’absorption par voie cutanée est très faible (environ 1 %). Comme le méthanol, l’éthanol diffuse très 
rapidement et uniformément dans les organes, et traverse librement le placenta des femmes enceintes.  
 Le métabolisme de l’éthanol est proche de celui du méthanol, conduisant en 3 étapes à la 
formation d’acétaldéhyde, d’acétate et de dioxyde de carbone (Fig.II.3). La première étape se déroule 
en grande partie dans le foie et implique l’alcool déshydrogénase l’ADH et son coenzyme NAD+. A ce 
stade, les systèmes de catalase-peroxydase et de cytochrome P450 participent également. La deuxième 
étape, qui a lieu aussi majoritairement dans le foie (90 %) et minoritairement dans le rein (10 %), mène 
à la formation d’acétate grâce à l’enzyme aldéhyde déshydrogénase (AlDH) 2 qui possède une activité 
très supérieure à celle de l’alcool déshydrogénase. Ainsi, l’accumulation d’acétaldéhyde n’est 
généralement pas observable. La dernière étape du métabolisme se termine dans les tissus 
périphériques par l’oxydation de l’acide acétique libéré dans le sang en CO2 et en eau.  
Fig.II.3: Métabolisme de l’éthanol
 L’éthanol n’est pas considéré comme un produit toxique pour les êtres humains, contrairement 
au méthanol. La toxicité aiguë de l’éthanol est faible par inhalation et ingestion, et négligeable par  
contact avec la peau. Il provoque néanmoins quelques effets, principalement sur le système nerveux, 
avec une première phase d’excitation suivie d’une dépression. Avec 0,2 g/L d’éthanol dans le sang, le 
temps de réaction et la coordination motrice diminuent. En France, l’alcoolémie est considérée comme 
la première cause d’accidents de la route, en particulier chez les jeunes (40 % en 2010). Le code de la 
route mentionne qu’il est interdit de conduire quand le taux d’alcool atteint 0,5 g/L dans le sang, 
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soit 2,5 mg/L d’air expiré (Article R234-1). Les solutions contenant plus de 70 % d’éthanol peuvent 
provoquer des dommages gastriques sévères. L’exposition à 1400 ppm de vapeur d’éthanol pendant 30 
minutes peut entraîner des maux de tête et un léger engourdissement. Les effets causés par l’éthanol 
sont relativement transitoires et disparaissent après la fin de l’exposition. Dans les cas d’expositions 
répétées, une tolérance peut apparaître. Cependant, une consommation régulière d’éthanol par 
ingestion provoque des séquelles d’ordre neuropsychique (trouble de mémoire), digestifs (pancréatite), 
cardio-vasculaires ou hématologiques. 
De plus, depuis 2007, le Centre International de Recherche sur le Cancer (CIRC) a classé 
l’éthanol dans le groupe 1 des agents cancérogènes. Une absorption régulière de liquides alcoolisés 
accroît le risque de certains cancers, particulièrement celui de l’appareil digestif, du foie, du sein ou 
celui du cancer colorectal. Des effets néfastes de l’éthanol sur la fertilité masculine, les cycles 
menstruels féminins et le développement du fœtus ont également été observés. 
II.1.3 Biocapteurs enzymatiques pour la détection des alcools  
En raison de leur importance dans la société et de leurs effets toxiques, le méthanol et l’éthanol 
constituent des analytes cibles d’intérêt majeur. Un grand nombre de techniques analytiques sont 
actuellement disponibles pour la détermination de l’éthanol et d’autres alcools aliphatiques à chaînes 
courtes comme le méthanol. Il s’agit essentiellement de méthodes chimiques (titrages d'oxydo-
réduction ou colorimétriques), de techniques spectroscopiques (infra-rouge, UV-Visible, fluorescence) 
ou chromatographiques (chromatographie en phase gazeuse ou en phase liquide)3, 7, 8. Les plus 
performantes d’entre elles nécessitent des opérateurs qualifiés et l’utilisation d’instruments coûteux, 
pour certains difficilement utilisables sur le terrain 7. Ces inconvénients peuvent être surmontés grâce à 
l’utilisation de biocapteurs.  
 De nombreux biocapteurs à base de cellules entières9-11 ou d’enzymes ont été proposés pour 
l’analyse des alcools. Ils exploitent le pouvoir catalytique de différentes enzymes telles que l’alcool 
déshydrogénase (ADH) 12-15, l’alcool oxydase (AOX) 8, 16-20 ou la méthanol déshydrogénase (MDH) 3, 
les deux premières étant les plus employées car bien caractérisées et commerciales. La MDH qui 
catalyse essentiellement la réaction d’oxydation du méthanol en formaldéhyde21, n’est pas disponible 
commercialement mais peut être extraite à partir de bactéries méthylotrophes strictes ou facultatives.  
L’ADH, particulièrement celle extraite de la levure Saccharomyces cerevisiae (EC 1.1.1.1) qui 
est commerciale, a fait l’objet de nombreuses études de caractérisation. Il s’agit d’une enzyme 
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appartenant à la famille des oxydoréductases qui catalysent préférentiellement les réactions 
d’oxydation des alcools primaires aliphatiques22, 23 en présence du cofacteur NAD+ (Eq.II.4). La 
présence de ce cofacteur représente une contrainte majeure pour l’élaboration des biocapteurs à base 
d’ADH. L’addition du cofacteur libre NAD+ en quantité suffisante pour bien assurer les fonctions 
catalytiques de l’enzyme entraîne un surcoût19, 20. De plus, le cofacteur doit pouvoir approcher 
suffisamment près de l’enzyme 7, 19 ce qui pourrait compliquer l’étape d’immobilisation de l’enzyme. 
Il existe également des ADHs (pyrroloquinoléine quinone)-dépendantes 24 mais elles ne sont pas non 
plus commercialisées et stables. Il serait donc nécessaire de mettre en œuvre les bactéries contenant 
ces enzymes, ce qui alourdirait le système. 
                             RCH2OH + NAD+    ?    RCHO + NADH + H+               (Eq.II.4) 
La dernière enzyme, l’AOX (EC 1.1.3.13), appartient également à la famille des 
oxydoréductases. Cependant, elle possède naturellement au sein de sa structure son coenzyme, le FAD. 
En présence de l’oxygène dissous, cette enzyme catalyse l’oxydation des alcools en aldéhyde (Eq.II.5).
                     RCH2OH + O2    ?    RCHO + H2O2                     (Eq.II.5)
  
La stabilité de l’AOX est légèrement plus faible que celle de l’ADH18, 19, mais peut être 
améliorée grâce au choix d’un mode d’immobilisation adapté19 tel que l’emprisonnement dans une 
membrane polymérique16, 17, 20, 25-27, la réticulation par le glutaraldéhyde18, 19, 28, l’addition de 
stabilisant au sein de la biomembrane 17 ou l’utilisation de nouveaux nanomatériaux20, 28, 29. Dans la 
mesure du possible, l’utilisation d’une grande quantité d’enzyme permet également de créer un 
réservoir suffisant en cas d’inactivation partielle 16. Enfin, une deuxième enzyme de la famille des 
peroxydases, comme la HRP ou la catalase, peut être ajoutée afin de réduire les effets inhibiteurs du 
peroxyde d’hydrogène produit par l'oxydation de l'alcool, et de régénérer l’oxygène (Eq.II.6) 
nécessaire à la réaction catalysée par l’AOX (Eq.II.5).  
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II.2 Matériels et méthodes 
II.2.1 Réactifs 
 Toutes les solutions aqueuses ont été préparées avec de l'eau ultra-pure (résistivité > 18 
M?.cm) obtenue à partir d'un système de purification Simplicity (Millipore). L’AOX (EC 1.1.3.13) 
extraite d’Hansenula polymorpha (solide, 1,65 U.mg-1solide, 5 U.mg-1 prot), de Candida boidinii
(solide, 1,16 U.mg-1, 10,27 U.mg-1 prot), ou de Pichia pastori (solution de saccharose à 30 % en milieu 
tampon phosphate, 32 U.mg-1 prot), la HRP (EC1.11.1.9, 188 U.mg-1 solide), l’albumine de sérum 
bovin (BSA), le glutaraldéhyde (GA) (grade II, 25 % solution aqueuse), l’hydrate de flavine adénine 
dinucléotide disodique  (> 95 %), KH2PO4 (> 99 %) K2HPO4 (98 %), le formaldéhyde (37 % en poids 
dans H2O, contient du méthanol en tant que stabilisant 10-15 %), le n-butanol (>98 %), le n-propanol 
(99,7 %), le 2,2'-azino-bis (3-éthylbenzothiazoline-6-sulfonique (ABTS, > 98 %), la solution de 
nanoparticules d’or (20 nm, contenant 0,01 % HAuCl4) et le tétrachloroaurate (III) dihydrate de 
sodium (NaAuCl4.2H2O, solide > 99 %) ont été achetés chez Sigma Aldrich. L’éthanol (99,7 %) et le 
méthanol (99,8 %) provenaient de Carlo Erba. Le glycérol (> 99 %) et le peroxyde d'hydrogène (H2O2, 
30 %) provenaient respectivement d’Acros Organics et de Fluka. Les solutions mères des alcools 
(méthanol ou éthanol) ainsi que des substances testées lors de l’étude des interférences ont été 
préparées dans du tampon phosphate 5 mM pH 7 et conservées à 4°C jusqu'à leur utilisation. Les 
mélanges AOX/BSA/glycérol ainsi que celui de BSA/glycérol ont été conservés à -20°C entre deux 
utilisations, tandis que le mélange HRP/BSA/glycérol a été gardé à 4°C. 
II.2.2 Détermination de l’activité des différentes alcool oxydases 
 La détermination de l'activité des AOXs a été réalisée en suivant les instructions du fournisseur 
des enzymes (Sigma Aldrich). Toutes les solutions nécessaires (tampon phosphate, ABTS, méthanol et 
solutions enzymatiques diluées) ont été fraîchement préparées le jour des mesures. Celles-ci ont été 
effectuées à une longueur d’onde de 405 nm en utilisant un spectrophotomètre UV-Visible modèle UV 
1605 de Schimazu et à une température de 25°C fixée à l’aide d’un bain thermostaté. Le zéro de 
l’appareil a été réglé sur le tampon. 
 Le principe de la mesure se base sur une succession de deux réactions enzymatiques présentées 
ci-après, impliquant l’alcool oxydase et la peroxydase de raifort.  
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                                 MeOH + O2    ?    HCHO + H2O2                       (Eq.II.7) 
                             H2O2 + ABTS    ?    2H2O + ABTS oxydé             (Eq.II.8)
Un témoin sans alcool oxydase est réalisé. Pour les mesures d’activité, un mélange de 2,8 mL 
d’ABTS à 2 mM et 0,01 mL d’une solution de HRP à 250 U.mL-1 est incubé pendant 5 minutes dans 
un bain thermostaté à 25°C. Lorsque le signal est stable, une première lecture de l’absorbance à 405 
nm est effectuée. La deuxième est réalisée après addition de 0,01 mL de H2O2 0,003 % (w/w) et de 0,1 
mL de tampon dans le cas des mesures du blanc et d’AOX dans le cas des mesures d’activité. Une 
deuxième stabilisation est nécessaire avant l’ajout de 0,1 mL de MeOH 1 % (v/v). L’ensemble est 
immédiatement mélangé et l'augmentation de l’absorbance à 405 nm est enregistrée pendant 6 minutes.  
 L’activité enzymatique est ensuite déterminée par la formule suivante :  
(Eq.II.9)
avec : 3,01: volume total de dosage (mL); df : facteur de dilution ; 36,8 : coefficient d'extinction 
millimolaire d'ABTS à 405 nm ; 0,10 : volume d'enzyme utilisée (mL)  
II.2.3 Transducteurs 
 Trois types de transducteurs interdigités de surfaces sensibles et de géométries différentes ont 
été comparés dans cette étude :  
? des capteurs commercialisés par la société BVT Technologies (République Tchèque). Il s’agit 
de deux paires d’électrodes en alliage Pt/Au sérigraphiées sur céramique (corindon) 
(Fig.II.4.a). Les contacts situés à l’extrémité des électrodes sont en or et sont reliés à la zone 
sensible par des lignes conductrices recouvertes d’une couche de protection diélectrique. 
Chaque paire d’électrodes est munie de 5 doigts, la surface de la zone sensible est d’environ 9 
mm2, la longueur des doigts de 3 mm et la distance interdigitale de 400 μm,  
? des électrodes interdigitées en or (épaisseur: 150 nm) fabriquées à l'Institut de Physique des 
Semi-conducteurs Lashkaryov (IPSL, Kiev, Ukraine) par dépôt sous vide sur substrat 
AOX 
HRP 
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céramique (5 × 30 mm). Une couche intermédiaire de chrome de 50 nm d’épaisseur a été 
utilisée pour améliorer l’adhérence de la couche d’or. La largeur de chaque doigt ainsi que 
l’espace interdigital sont de 20 ?m et la longueur des doigts est d’environ 1 mm. Chaque paire 
d’électrodes compte 40 doigts et sa surface sensible est d’environ 1 mm2 (Fig.II.4.b). 
? des microélectrodes fabriquées sur substrat de silicium au Centro Nacional de Microelectronica 
(CNM, Barcelone) en utilisant un processus photolithographique en quatre étapes. Les 
électrodes sont recouvertes d’une couche de nitrure de silicium de 400 nm d’épaisseur sauf au 
niveau de la zone sensible et des connexions. Les doigts (longueur : environ 0,15 mm, nombre : 
60) sont reliés par des lignes de Pt conductrices. La distance interdigitale et la largeur des 
doigts est de 20 μm et la surface active est d’environ 0,372 mm2 (Fig.II.4.c). Contrairement aux 
deux autres types de transducteurs, les deux électrodes nécessaires aux mesures en mode 
différentiel (référence et travail) sont totalement indépendantes.  
                                           
Fig.II.4 : Présentation des trois types de transducteurs interdigités utilisés dans ce travail.  
 (a) : BVTT, (b) : IPSL, (c) : CNM 
II.2.4 Préparation des biocapteurs?
 Avant utilisation, les capteurs sont nettoyés avec de l'eau ultra-pure puis de l'éthanol. Les lignes 
d’or conductrices des transducteurs IPSL sont recouvertes manuellement avec du vernis acrylique 
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de tampon phosphate 20 mM pH 7 contenant 5 % (m/v) de BSA, 10 % (m/v) de glycérol et 15 % (m/v) 
poudre d’HRP sont déposés sur la paire d'électrodes de travail, tandis que 0,3 μL d'un mélange 
contenant 20 % (m/v) de BSA et 10 % (m/v) de glycérol sont déposés sur les électrodes de référence. 
Dans le cas où des nanoparticules d’or ont été utilisées, les premières couches des électrodes de 
référence et de travail sont remplacées par 0,3 μL de la solution commerciale de nanoparticules. Le 
capteur est laissé sécher pendant 20 min à température ambiante. Puis, une deuxième couche est 
déposée sur chaque électrode, suivant le même protocole, sauf que la HRP est remplacée par l’AOX 
dans la solution enzymatique (Fig.II.5). Il est à signaler que les pourcentages donnés pour les teneurs 
en enzymes dans les solutions correspondent à des pourcentages en masse de solide et non en masse de 
protéine. Après dépôt des solutions d’enzymes et de BSA, le capteur est placé dans une atmosphère 
saturée en vapeurs de gluraraldéhyde pendant 30 min. Les membranes sont ensuite séchées à 
température ambiante pendant 1 h. Après préparation, les biocapteurs sont gardés à sec à 4°C puis 
reconditionnés dans du tampon phosphate 5 mM pendant au moins 30 min avant la première mesure. 
Ils sont par ailleurs conservés à 4°C dans du tampon phosphate 20 mM pH 7 entre deux jours de 
mesure.  
       
Fig.II.5 : Constitution du biocapteur bienzymatique AOX/HRP 
II.2.5 Mesures conductimétriques 
 Les capteurs sont placés dans un bécher rempli de 5 mL de tampon phosphate 5 mM pH 7 sous 
agitation magnétique. Une tension alternative (amplitude : 10 mV, fréquence : 100 kHz) générée par 
un générateur d’onde à basse fréquence (amplificateur SR830 Lock-in de Stanford Research Systems) 
est appliquée aux paires différentielles d'électrodes et la différence de conductance ?G est mesurée 
entre la paire d’électrodes de référence et celle de travail (Fig.II.6). Les valeurs d’amplitude et de
fréquence choisies permettent de limiter les processus faradiques, la charge de la double couche, la 
polarisation des microélectrodes et d’obtenir la proportionnalité entre le potentiel de sortie Uout et ?G.  
 Une fois la stabilisation obtenue, des petits volumes (5-120 μl) de solutions concentrées 
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contenant MeOH ou EtOH et les substances interférentes sont ajoutés dans le récipient. La réponse du 
biocapteur, correspondant à l'évolution de ?G après addition des subtrats, est enregistrée en fonction 
de différents paramètres (méthode d'immobilisation, temps de réticulation, quantité d'enzyme ...). Les 
mesures sont effectuées à 23 ± 2 ° C. 
?
Fig.II.6: Schéma du montage utilisé pour la mesure conductimétrique 
II.3. Résultats et discussion 
II.3.1 Choix du transducteur 
Dans le développement d’un biocapteur, le choix du transducteur est très important puisqu’il va 
affecter sa sensibilité et va orienter le choix du mode d’immobilisation le plus approprié compte tenu 
du biorécepteur choisi. Dans ce travail, nous avons évalué les performances de trois transducteurs. Il 
s’agit dans tous les cas de paires d’électrodes en or interdigitées, individuelles ou assemblées par deux 
sur un même substrat. Dans ce dernier cas, une paire va servir de référence et la deuxième de travail. 
Les transducteurs diffèrent par le substrat sur lequel l’or a été déposé, ainsi que par leur taille et leur 
géométrie. Ainsi deux d’entre elles (de l’IPSL et de BVTT) sont assemblées par deux sur un substrat 
en céramique (Fig.II.4 a et b), tandis que la troisième (du CNM) ne comporte qu’une paire d’électrodes 
sur un substrat en silicium (Fig.II.4 c). La zone sensible des capteurs de BVTT est environ 10 fois plus 
grande que celles des capteurs de l’IPSL (9 mm2 au lieu de 1 mm2) et 30 fois plus que les capteurs du 
CNM (0,372 mm2). Les distances interdigitales des capteurs de l’IPSL et du CNM sont par 
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ailleurs identiques (20 μm), tandis que cette distance est 20 fois plus grande pour les capteurs de 
BVTT.  
II.3.1.1 Evaluation de la réponse des capteurs nus 
Nous avons tout d’abord comparé la sensibilité des trois transducteurs en mesurant pour chacun 
d’entre eux, et pour chacune des paires d’électrodes, la variation de conductance du milieu après ajout 
de concentrations croissantes en KCl dans un tampon phosphate 5 mM pH 7 servant d’électrolyte de 
fond. Une tension alternative de 10 mV d’amplitude et de 100 kHz de fréquence a été appliquée dans 
tous les cas. Par contre, il a été nécessaire d’ajouter une résistance de 100 kohms dans le circuit pour 
les mesures avec les électrodes du CNM, tandis qu’une résistance de 1 kohm suffit pour celles de 
l’IPSL et de BVTT (Fig.II.6).   
Ainsi que le montre la figure suivante (Fig.II.7), les trois électrodes répondent linéairement 
avec la concentration en KCl jusqu’à 0,6 M, puis la réponse tend vers un palier de saturation. 
Cependant, la réponse obtenue avec le capteur de l’IPSL est nettement plus élevée que celle obtenue 
avec les autres transducteurs. La valeur du bruit de fond est également la plus faible (0,59 μS 
comparée à 0,92 μS pour le capteur du CNM et 1,15 μS pour celui de BVTT). Le capteur du CNM, qui 
possède le même espace interdigital et la même largeur de doigt que le capteur IPSL, présente une 
sensibilité (pente de la droite de régression calculée dans le domaine 0-0,6 M) six fois plus faible, en 
adéquation avec la réduction de la longueur des doigts (environ 0,15 au lieu de 1 mm). La valeur de 
conductance mesurée à la saturation est par ailleurs 3 fois plus faible, en accord avec la diminution de 
la surface totale de la surface active (0,372 au lieu de 1 mm2). Ces résultats sont cohérents avec la 
théorie et les données de la littérature présentées dans le §I.2.2. Les sensibilités et valeurs à la 
saturation les plus faibles, respectivement 8 et 6 fois plus faibles que celles mesurées pour les capteurs 
de l’IPSL, sont obtenues pour les transducteurs de BVTT qui possèdent le plus petit nombre de doigts 
et surtout la plus grande distance interdigitale (0,4 mm).  
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Fig.II.7 : Comparaison des trois types de transducteurs : (?) :CNM ; (?) : IPSL et (?) : BVTT. Mesures en mode non différentiel dans 
le tampon phosphate 5 mM pH. Potentiel appliqué: 10 mV – Fréquence : 100 kHz. 
II.3.1.2. Tests en présence d’enzyme  
Des tests en présence d’enzymes ont ensuite été réalisés sur les trois types de transducteurs. De 
l’AOX a été immobilisée par réticulation à l’aide de vapeurs de glutaraldéhyde (30 min), comme décrit 
dans la partie expérimentale. Après une nuit à sec à 4°C et un reconditionnement dans du tampon 
phosphate 5 mM pH 7 (tampon de mesure), nous avons constaté un détachement de la membrane 
enzymatique, pourtant bien réticulée, de la surface des transducteurs du CNM (Fig.II.8). Par contre, la 
membrane reste bien accrochée aux transducteurs de l’IPSL ou de BVTT. Ce résultat peut être attribué 
à la différence de substrat, la céramique semblant favoriser l’adhérence des enzymes avant réticulation.  
                     
Fig.II.8 : Détachement des biomembranes contenant les deux enzymes AOX d’H. polymorpha et HRP après reconditionnement dans le 
tampon phosphate
Compte tenu de la grande surface sensible des électrodes de BVTT, nous avons essayé de 
compenser leur faible sensibilité intrinsèque en augmentant le volume de solution enzymatique déposé 
sur le transducteur. Nous avons testé des volumes de 0,6 ; 0,8 et 1,2 μL. L’intensité augmente avec le 
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volume déposé pour atteindre celle obtenue avec les capteurs de l’IPSL pour 1,2 μL. Le temps de 
réticulation doit néanmoins être augmenté en parallèle à l’accroissement de volume afin d’assurer une 
bonne étape de réticulation, ce qui a pour conséquence de multiplier par trois le bruit de fond. Le 
rapport signal sur bruit est donc plus faible que celui que nous avions obtenu pour les capteurs de 
l’IPSL. Ces derniers ont finalement été retenus pour la suite de notre étude.
II.3.2 Choix de la souche de provenance de l’alcool oxydase
Il existe trois enzymes commerciales de type alcool oxydase provenant de trois souches de 
levures : Hansenula polymorpha, Candida bodiini et Pichia pastoris. Les valeurs de KM données dans 
la fiche fournie par Sigma Aldrich pour l’éthanol, le méthanol, le n-propanol, le n-butanol et le 
formaldéhyde figurent dans le tableau II.2. On constate que les affinités de l’AOX issue de Pichia 
pastoris vis-à-vis de l’éthanol et du méthanol sont très proches, alors que dans le cas de l’AOX 
d’Hansenula polymorpha, le méthanol apparaît comme un substrat d’affinité nettement plus forte que 
l’éthanol.  










Pichia pastoris 1,4 1    
Hansenula polymorpha 2,15 16,2 66 166 2,6 
Candida boidinii 3 -    
Tableau.II.2: Comparaison des valeurs de KM  des trois alcool oxydases commercialisées par Sigma Aldrich  
II.3.2.1 Mesure de l’activité enzymatique des trois enzymes libres 
Les activités des lots d’enzymes utilisés dans cette étude ont été mesurées par 
spectrophotométrie en suivant la procédure donnée par leur fournisseur (Sigma-Aldrich). On constate 
tout d’abord que les activités mesurées sont nettement inférieures à celles déclarées, ce que l’on peut 
attribuer à de mauvaises conditions de transport des enzymes. En effet, celles-ci doivent être 
conservées à -20°C et se trouvaient à température ambiante à leur arrivée au laboratoire. Les cycles de 
congélation/décongélation peuvent être néfastes à l’activité des AOXs, qui sont bien connues pour leur 
faible stabilité. L’ordre des activités Pichia pastoris> Candida boidinii > Hansenula polymorpha est 
néanmoins respecté. 
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* 1 unité (U) oxyde 1 μmol de méthanol en formaldéhyde/min à pH 7,5 à 25°C 
Tableau.II.3: Comparaison entre l’activité enzymatique déclarée et celle mesurée pour trois alcools oxydases commerciales  
II.3.2.2 Mesure des activités catalytiques et des affinités pour le méthanol des enzymes 
immobilisées sur la surface sensible du transducteur  
Les différentes enzymes ont ensuite été mélangées avec la BSA et le glycérol, comme indiqué 
dans la partie expérimentale, et immobilisées sur les transducteurs par réticulation pendant 30 min 
dans des vapeurs de glutaraldéhyde. La réponse conductimétrique des trois biocapteurs a été ensuite 
mesurée pour une concentration de 1 mM de méthanol. Comme le montre la figure II.9 , l'injection de 
méthanol dans la cellule de mesure entraîne une augmentation rapide de la conductivité locale due à 
l'oxydation enzymatique de l’alcool. Un plateau est atteint lorsque la production d’ions à l’intérieur de 
la biomembrane s’équilibre avec le milieu extérieur. Cet équilibre est obtenu au bout d’1 min environ à 
cette concentration.                          
Fig.II.9 : Comparaison des réponses des biocapteurs conductimétriques préparés avec différentes alcools oxydases.  
 [MeOH] = 1 mM dans du tampon phosphate 5 mM  pH 7 
La variation de conductance mesurée au cours des 20 premières secondes de réponse évolue de 
manière linéaire avec le temps, permettant de calculer une pente VGi que nous supposons être 
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proportionnelle à la vitesse initiale de la réaction enzymatique Vi, donc à l’activité. Les valeurs de VGi
et de la variation de conductance ?G mesurée à l’équilibre sont respectivement représentées pour 
chacune des souches sur les figures II.10 et II.11.
                       ?????????????????
Fig.II.10 : Comparaison des valeurs de la vitesse initiale des biocapteurs conductimétriques préparés avec différentes alcools oxydases.  
 [MeOH] = 1 mM dans du tampon phosphate 5 mM  pH 7 
Fig.II.11 : Comparaison des valeurs de la variation de conductance mesurée à l’équilibre des biocapteurs conductimétriques préparés 
avec différentes alcools oxydases. [MeOH] = 1 mM dans du tampon phosphate 5 mM  pH 7  
Ainsi que le montre la figure II.10, la vitesse initiale obtenue pour l’AOX de C. Boidiini
immobilisée sur le transducteur est légèrement supérieure à celle mesurée pour l’AOX d’H. 
polymorpha, en assez bon accord avec les valeurs d’activité mesurées pour les enzymes libres 
(Tab.II.3). Les valeurs de ?G sont également très proches. Par contre, l’AOX issue de la souche P. 
pastori conduit à des réponses beaucoup plus faibles, que ce soit en terme de vitesse que de variation 
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de conductance. Ce résultat peut provenir du fait que l’AOX de Pichia est la seule à être 
commercialisée en solution (30 % de sucrose tamponné par du phosphate 100 mM, pH 8). Cette 
solution doit être directement mélangée au glycérol et à la BSA lors de la préparation de la membrane 
enzymatique, procédé qui ne convient peut-être pas à l’enzyme et provoque son inactivation. Ces 
résultats sont en accord avec ceux de Patel et al16 et de Costa Rama et al8 et nous avons donc décidé 
d’écarter l’AOX de P. pastoris. Pour des raisons de coût, l’AOX de H. polymorpha a finalement été 
retenue pour la suite du travail. 
II.3.3. Stabilité des solutions enzymatiques  
Nous avons ensuite évalué la stabilité de l’enzyme en solution dans du tampon 20 mM 
phosphate pH 7 contenant 5 % (m/v) de BSA et 10 % (m/v) de glycérol (solution déposée sur les 
capteurs) et comparé les résultats à ceux obtenus en absence de glycérol et de BSA. Chaque solution a 
été divisée en 10 aliquotes. Le premier a servi à mesurer l’activité enzymatique initiale par 
spectrophotométrie. Les suivants ont été utilisés pour la mesurer après 7, 15, 20, 35 jours et 5 mois de 
conservation à 4°C ou -20°C. Les figures II.12 a et II.12 b mettent en évidence une perte rapide 
d’activité catalytique lorsque l’enzyme est conservée à 4°C, ceci en présence ou non de BSA et de 
glycérol. Par contre, aucune variation significative de l’activité n’est observée après 35 jours de 
conservation à -20°C.  
   
                                                                        (a)                                                                                    (b) 
Fig.II.12 : Comparaison de l’activité enzymatique de deux solutions d’AOX avec (a) et sans (b) présence de glycérol conservés soit à 4°c 
soit à -20°C 
Une autre expérience a consisté à mesurer sur 16 jours l’activité enzymatique d’une solution 
contenant la BSA et le glycérol. Cette solution, conservée à -20°C, subit dans ce cas des cycles de 
congélation/décongélation lors de chaque mesure. Nous pouvons constater que, dans ce cas 
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(figure II.13), l’enzyme perd environ 40 % de son activité au bout de 5 cycles.
 Il est donc préférable, pour conserver l’activité catalytique de l’enzyme, de préparer des 
solutions fraîches et en petite quantité, ou d’aliquoter les solutions, afin d’éviter les cycles de 
congélation/décongélation.  
                                           
Fig.II.13 : Evolution de l’activité catalytique d’une solution contenant 5 % (m/v) d’AOX, 5 % (m/v ) de BSA et 10 % (m/v) de glycérol 
conservée à -20°C et subissant des cycles de congélation/décongélation à chaque mesure 
II.3.4 Influence de la composition de la membrane enzymatique sur la réponse du 
biocapteur  
II.3.4.1 Ajout de nanoparticules d’or
Une étude réalisée par Zayats et al. 30 a mis en évidence qu’il était possible de réaliser la 
croissance de nanoparticules d'or à la surface de plaques en verre par biocatalyse en présence de 
glucose oxydase (GOD). L’oxydation du glucose par la GOD est en effet à l’origine de la production 
d’H2O2. L’ajout de tétrachloroaurate (III) de sodium (NaAuCl4) et de chlorure de cétyle triméthyl 
ammonium (agent tensioactif), en présence du H2O2, conduit à la précipitation d’Au0, ce qui peut être 
mis à profit pour faire croître des nanoparticules déposées au préalable à la surface des plaques. La 
réaction mise en jeu, présentée ci-dessous (Eq.II.10), produit des ions détectables par conductimétrie.  
                               
                      AuCl4-   +   H2O2    ?    Au0  +  4Cl-  +  2H+  +  O2       (Eq.II.10) 
  
Cette approche a donc pu être mise à profit dans notre travail puisque l’oxydation du méthanol 
en présence d’AOX conduit également à la production de H2O2. Des nanoparticules d’or ont été 
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déposées à la surface du transducteur comme décrit dans la partie expérimentale et différentes 
concentrations de NaAuCl4 (100 à 1000 μM) ont été ajoutées dans l’électrolyte de mesure.  
La comparaison des figures II.14 et II.15 met en évidence une amélioration du signal obtenu 
pour 1 mM de MeOH d’un facteur 2 environ lorsqu’on ajoute les nanoparticules en surface du 
transducteur. Par contre, l’ajout de NaAuCl4 ne s’avère efficace qu’à partir d’une concentration 
supérieure à 800 μM (Fig. II.14). Aucun signal n’a pu être enregistré après contact avec la solution à 1 
mM de NaAuCl4, et un dépôt d’or a pu être observé à la surface de l’électrode. Ce dépôt crée 
vraisemblablement un court-circuit ou bloque le contact entre les ions et les bandes interdigitées.  
 La méthode évaluée étant relativement complexe et ne permettant pas d’améliorer de manière 
très importante le signal du biocapteur, nous avons décidé de l’abandonner. 
                                       
Fig.II.14 : Réponse du biocapteur en fonction de la concentration en  AuCl4 -. [MeOH]= 1 mM. Mesure dans du tampon phosphate 5 
mM pH 7 
II.3.4.2 Ajout de HRP 
Dans cette partie, nous avons cette fois cherché à évaluer l’amélioration pouvant être apportée 
par l’ajout de HRP. Trois capteurs ont donc été préparés en déposant en première couche 0,3 μL de la 
solution enzymatique contenant l’AOX d’H. polymorpha (5 % (m/v) de solide), 5 % (m/v) de BSA et 
10 % (m/v) de glycérol, puis en deuxième couche 0,3 μL de la même solution où l’AOX a été 
remplacée par la HRP (15 % (m/v)). La variation moyenne de conductance obtenue pour une 
concentration de méthanol de 1 mM est comparée à celle enregistrée dans les mêmes conditions pour 3 
biocapteurs contenant l’AOX uniquement (figure II.15). Nous voyons que l’ajout de HRP permet 
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quasiment de doubler le signal conductimétrique. 
                         
Fig.II.15 : Influence de l’ajout de HRP sur le signal du biocapteur conductimétrique. [MeOH] 1 mM. Mesure dans du tampon phosphate 
5 mM pH 7 
 Ainsi que nous l’avons vu dans la partie bibliographique, l’oxydation du méthanol catalysée par 
l’AOX produit du formaldéhyde (Eq.I.54). Cette réaction ne permet pas, à elle seule, d’expliquer 
l’augmentation de la conductance du milieu après injection de méthanol. Par contre, l’AOX possède 
une affinité vis-à-vis de ce dernier très proche de celle vis-à-vis de l’alcool (Table.II.2). Il est donc 
raisonnable de penser que le formaldéhyde produit, sous forme hydratée en milieux aqueux, s’oxyde 
en présence de l’enzyme, conduisant à la production de protons et d’ions formiates dans le milieu 
mesure, à l’origine de la variation de conductance observée (Eq.II.11).  
HCHO  ?  HC-OH   ?   HCOO- + H+ +   H2O2        (Eq.II.11)
La HRP est quant à elle connue pour être un excellent catalyseur de l'oxydation de nombreux 
substrats réducteurs en utilisant H2O2 comme agent oxydant. Dans notre cas, le substrat réducteur peut 
être HCHO, qui est alors oxydé en acide formique (Eqs II.12 et II.13). Le signal obtenu en utilisant la 
combinaison AOX/HRP est plus élevé qu’avec l’AOX seule, indiquant une meilleure efficacité 
d’oxydation du formaldéhyde par la HRP que par l’AOX, déjà mise à contribution pour la 
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                                           HRPred  +  H2O2  →  HRPox + O2                          (Eq.II.12)    
                                 HRPox + HCHO  →   HRPred + HCOO- + H+        (Eq.II.13) 
II.3.4.3 Quantité d’alcool oxydase  
Nous avons vu dans le chapitre bibliographique comment évolue la vitesse d’une réaction 
enzymatique avec la concentration en substrat et en enzyme (§I.3.5.3). Le comportement de l’enzyme, 
lorsqu’elle est immobilisée sur une surface, peut cependant être tout-à-fait différent de celui qu’elle 
présente lorsqu’elle est libre en solution et dépend de sa nature (protéine « dure » ou « molle »)31. La 
quantité d’enzyme déposée sur le capteur est donc un paramètre important qu’il est indispensable 
d’optimiser.
Dans ce travail, trois biocapteurs AOX/HRP ont été préparés en maintenant la quantité d’HRP 
constante (0,045 mg de solide) et en faisant varier celle d’AOX (0,015 et 0,03 mg de solide) par dépôt 
de 0,3 μL de la solution d’AOX à 5 ou à 10 % de solide, ou de 2 fois 0,3 μL de la solution d’AOX à 5 
% de solide.  
 Ainsi que le montrent les figures II.16 a et II.16 b, la vitesse initiale ainsi que la variation de 
conductance à l’équilibre obtenues pour ces trois biocapteurs augmentent de manière linéaire avec la 
concentration en méthanol dans le domaine étudié (0-5 mM). A une concentration donnée en substrat, 
et quelle que soit la méthode de dépôt, les valeurs de vitesse et de conductance sont multipliées par un 
facteur 2,5 environ lorsque la quantité d’AOX est doublée, montrant l’effet limitant de la concentration 
en enzyme dans le domaine de concentration en substrat étudié. La limite de détection obtenue par 
mesure de la conductance passe par ailleurs de 150 μM à 70 μM. Ces résultats sont en accord avec 
ceux obtenus sur d’autres biocapteurs électrochimiques à base d’AOX 8, 16, 18, 19, 32, 33. Ainsi, par 
exemple, les réponses des biocapteurs de Barsan et Brett18 et Guzman-Vasquez de Prada et al 32
croissent avec la quantité d’AOX, de même que les intensités obtenues pour les biocapteurs de Patel et 
al 16 augmentent d’un facteur 8 lorsque la quantité d’enzyme dans la membrane est multipliée par 10. 
Par contre, Costa-Rama et al.8 atteignent une saturation du signal? tandis qu’Akin et al 19 montrent qu’il 
existe une valeur optimale au-delà de laquelle la réponse du biocapteur diminue. Il semble, dans notre 
cas, que la concentration maximale d’AOX testée n’ait pas été suffisante pour observer ces 
phénomènes.  
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           (a) 
 (b) 
Fig.II.16 : Influence de la quantité d’AOX  (H. polymorpha) sur la réponse des biocapteurs. Immobilisation : vapeurs de GA, 30 min. 
Mesure dans le tampon phosphate 5 mM pH 7 
(a) : en terme de vitesse initiale – (b) : en terme de variation de conductance 
Néanmoins, nous avons observé une forte diminution de la stabilité des biomembranes à la plus 
forte teneur en AOX. Après un jour de conservation dans le tampon phosphate, même lorsque le temps 
de réticulation est augmenté à 45 min, les biomembranes se décrochent partiellement, rendant les 
biocapteurs inutilisables. Il est probable que la réticulation ne puisse se faire de manière 
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homogène à trop forte densité d’enzyme19. Les expériences suivantes ont donc été réalisées avec 0,015 
mg d’AOX. 
II.3.4.4 Quantité de BSA  
La BSA est une protéine inerte riche en résidus lysines qui entrent en jeu dans le processus de 
réticulation. En opérant à un rapport BSA/enzyme approprié, il est possible de limiter les réactions 
impliquant les résidus lysines de l’AOX, qui pourraient conduire à des changements de conformation 
de l’enzyme et donc à une perte d’activité. Les études précédentes avaient été réalisées à un rapport 
massique de 1. Ainsi que le montre la figure II.17, doubler la proportion de BSA par rapport à 
l’enzyme conduit à une diminution de la sensibilité du biocapteur, ce qui peut provenir d’une 
adsorption du substrat sur la BSA ou d’une trop forte densité du réseau formé, à l’origine de problèmes 
de diffusion. De plus, les membranes sont moins stables avec cette proportion et se décollent de la 
surface du transducteur après un jour de conservation. Le rapport 1:1 a donc été conservé par la suite. 
Ce même rapport avait également été préconisé par Gouveia-Caridade et al 28.  
Fig.II.17 : Influence de la  quantité de BSA sur la réponse du biocapteur bienzymatique AOX 10 %, HRP 15 % . Immobilisation : 
vapeurs de GA, 45 min. Mesure dans le tampon phosphate 5 mM pH 7
                         
II.3.4.5 Temps de réticulation 
Différents paramètres tels que la température, la concentration en GA et le temps d’exposition 
peuvent affecter la réaction de réticulation et par conséquent la stabilité et la perméabilité de la 
biomembrane. Compte tenu des données de la littérature et pour des raisons d’ordre pratique, la 
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réaction a été réalisée à température ambiante en utilisant des vapeurs de GA générées à partir d’une 
solution aqueuse commerciale à 25 %. Seul le temps de réaction a été modifié. Nous avons testé 30 et 
45 min, deux biocapteurs étant fabriqués pour chaque temps.  
 On constate une légère amélioration de la réponse conductimétrique lorsque le temps de 
réticulation passe de 30 à 45 min (Fig.II.18). Par contre, il n’y a pas d’influence majeure du temps 
d’exposition aux vapeurs de GA sur la limite de détection du capteur (154 μM). Ceci s’explique par  la 
valeur du bruit de fond qui s’est avéré plus élevé pour 45 min d’exposition que pour 30 min. Il est 
probable qu’un temps d’exposition trop long, à l’origine de la formation d’un réseau plus dense, gêne 
la diffusion des ions et provoque une augmentation du bruit de fond. Un temps de réticulation de 30 
min a donc été choisi pour la suite des expériences. 
                          
Fig.II.18 : Influence du temps d’exposition au GA sur la réponse du biocapteur bienzymatique AOX 5 %, HRP 15 %,  BSA 5 % (m/v. 
Mesure dans le tampon phosphate 5 mM pH 7
II.3.5 Influence de la composition de l’électrolyte de mesure  
 II.3.5.1 Influence du pH du milieu 
 Le pH est un facteur pouvant avoir une influence sur la conformation de l’enzyme, et donc son 
activité catalytique. Le pH optimal de fonctionnement de l’enzyme peut être néanmoins très différent 
de celui de l’enzyme immobilisée29, 33.  
 D’après les documents fournis par la société Sigma-Aldrich, les enzymes AOX (H. 
polymorpha) et HRP libres disposent d’une activité maximale à pH 8,5 34 et 6 35, respectivement. 
Toutefois, sur tous les capteurs utilisant soit uniquement l’AOX soit une combinaison de l’AOX 
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avec la HRP, un décalage du pH optimal a été systématiquement observé. Dans le cas des capteurs 
incluant seulement l’AOX 16, 18, 26-28, les valeurs de pH optimal sont comprises entre 7,4 et 7,6. Lorsque 
la HRP entre également dans la composition de la biomembrane, un pH optimal à 7,5 36 mais aussi à 7 
37 a été rapporté. C’est cette dernière valeur que nous avons également obtenue pour notre biocapteur 
après avoir testé cinq valeurs différentes de pH (Fig.II.19). Les mesures suivantes ont donc été 
réalisées dans le tampon phosphate pH 7. 
                                 
Fig.II.19 : Influence du pH du milieu sur le fonctionnement du biocapteur conductimétrique bienzymatique AOX 5 %, HRP 15 % . 
Immobilisation : vapeurs de GA, 30 min. [MeOH = 2,9 mM. Mesure dans du tampon phosphate 5 mM.  
II.3.5.2 Influence de la concentration en tampon 
 La concentration en tampon du milieu de mesure est un paramètre important qui peut influencer 
la réponse du biocapteur en modifiant les propriétés électriques de l'interface électrode/électrolyte, la 
concentration locale des ions et les mobilités ioniques. 
 Dans ce travail, nous avons évalué l’influence de la concentration en tampon phosphate sur le 
signal du biocapteur bi-enzymatique AOX/HRP dans la gamme 1-10 mM. Comme on peut le voir sur 
la figure II.20, les concentrations situées dans le domaine 2-5 mM conduisent aux intensités 
maximales. La meilleure reproductibilité étant par ailleurs obtenue à une concentration en tampon de 5 
mM, c’est cette concentration de mesure que nous avons choisie pour la suite de notre travail.  
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Fig.II.20: Influence de la concentration du tampon sur les réponses du biocapteur AOX/HRP 
[MeOH] = 3,25 mM dans du tampon phosphate pH 7 
II.3.6 Caractéristiques analytiques du biocapteur AOX/HRP
 Les caractéristiques analytiques du biocapteur développé ont ensuite été déterminées dans les 
conditions optimales définies précédemment.  
 La réponse du biocapteur bi-enzymatique AOX/HRP est linéaire dans la gamme de 
concentration de méthanol allant jusqu’à 10 mM au moins avec une sensibilité de 3 μS.mM-1. La limite 
de détection obtenue comme étant la concentration conduisant à trois fois le rapport signal sur bruit 
(S/N=3) est de l’ordre de 150 μM. Le domaine linéaire obtenu est bien plus large que celui du 
biocapteur AOX/catalase développé précédemment au laboratoire. Il n’allait en effet que jusqu’à 75 
μM. La stabilité de la membrane est par ailleurs considérablement améliorée. Par contre, la sensibilité 
est presque 130 fois plus faible et la limite de détection 300 fois plus élevée. Ces résultats peuvent être 
liés à la modification du mode d’immobilisation ou au remplacement de la catalase par la HRP. 
 Les coefficients de variation obtenus à partir de trois mesures d’une même solution dans la 
gamme de concentration étudiée, testée dans la même journée, se situent  entre 5 et 7 %. De même, la 
reproductibilité inter-capteur mesurée pour une concentration en méthanol de 1 mM est de l’ordre de 4 
%.  
 La stabilité de stockage à long terme du biocapteur bi-enzymatique a également été étudiée sur 
une période de 39 jours, en conservant le capteur dans tampon phosphate 20 mM pH 7 à 4°C après 
chaque journée de travail. Dans ces conditions, et en effectuant trois répliques à 3 mM de MeOH par 
jour de mesure, le biocapteur s’avère stable pendant les 39 jours (Fig.II.21). Ce résultat montre que la 
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méthode d’immobilisation choisie est tout-à-fait appropriée et permet de conserver l’activité de 
l’enzyme sur une longue période. 
                                     
Fig.II.21: Stabilité de stockage du biocapteur bienzymatique AOX/HRP pendant 40 jours. 
 [HCHO] = 3,25  mM dans du tampon phosphate 5 mM pH 7  
 Nous avons ensuite déterminé la réponse du biocapteur vis-à-vis de différentes substances 
potentiellement interférentes telles que d’autres alcools primaires (éthanol, n-propanol et n-butanol). 
Nous voyons sur la figure II.22 que, comme attendu, la réponse du biocapteur diminue lorsque la 
longueur de la chaîne alkyle augmente. La réponse du biocapteur vis-à-vis de l’éthanol, du n-propanol 
et du n-butanol (3 mM) représente respectivement 90 %, 70 % et 60 % de celle observée pour le 
méthanol à la même concentration. La même tendance a été également observée dans les travaux de 
Barsan et Brett 18, Akin et al 19 et Alferov et al 27 réalisés sur des biocapteurs monoenzymatiques à 
AOX, ou avec le capteur bi-enzymatique AOX/catalase développé dans notre laboratoire1. La 
diminution du signal observée n’est cependant pas aussi forte que nous aurions pu espérer compte tenu 
de la valeur des constantes d’affinité respectives de l’AOX vis-à-vis des différents alcools (Tab. II.2). 
L’immobilisation des enzymes est vraisemblablement à l’origine d’une perte de sélectivité. La valeur 
de KM apparente déterminée à partir des pentes initiales de la réponse du biocapteur vis-à-vis du 
méthanol est de 49,7 mM, nettement supérieure à la valeur publiée de 2,15 mM. Toutefois, cette valeur 
de KM apparente est déterminée à partir de la réponse du biocapteur, elle dépend donc non seulement 
de la cinétique enzymatique mais également de celle de diffusion du substrat et des produits de 
réaction à travers la membrane.
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Fig.II.22: Influence de la concentration du tampon sur les réponses du biocapteur AOX/HRP 
[MeOH] = 3,25 mM dans du tampon phosphate pH 7 
II.4. Conclusion
Cette première partie de notre travail a été consacrée à l’optimisation d’un biocapteur  
conductimétrique utilisant l’AOX comme biorécepteur pour la détection des alcools à chaînes courtes. 
Parmi les trois AOXs commerciales évaluées (Hansenula polymorpha, Candida boidinii et Pichia 
pastori), H. polymorpha s’est avérée être à la fois la plus performante et la moins coûteuse. Trois types 
de microélectrodes interdigitées se caractérisant par des dimensions, des géométries et des substrats 
différents ont également été testés. Notre choix final s’est porté sur des transducteurs fabriqués par 
l'Institut de Physique des Semi-conducteurs Lashkaryov (IPSL, Ukraine) dont la surface sensible est 
d’environ 1 mm2, et dont la largeur des doigts ainsi que l’espace interdigital est de 20 μm. Ces 
transducteurs permettent d’atteindre la meilleure sensibilité tout en garantissant une bonne adhésion de 
la biomembrane. Nous avons montré que l’ajout de HRP conduisait à une augmentation significative 
du signal. Malgré une faible sélectivité entre le méthanol et l’éthanol, ce que les valeurs des constantes 
d’affinité de l’AOX libre (KM) ne permettaient pas de prévoir, le biocapteur bienzymatique AOX/HRP 
répond linéairement de 0,4 à au moins 10 mM de méthanol avec une limite de détection de 150 μM 
dans les conditions optimales de composition de la biomembrane (0,015 g d’AOX ; 0,045 g d’HRP ; 
0,015 g de BSA et 30 min de réticulation par le GA) et du milieu de mesure (tampon phosphate 5 mM 
pH 7). Le domaine de linéarité ainsi que la robustesse du biocapteur proposé sont nettement meilleurs 
que ceux du biocapteur AOX/catalase développé précédemment au laboratoire.  
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III.1.1 Généralités sur le lactate 
 L’acide lactique est un acide carboxylique à trois atomes de carbone très largement répandu 
dans la nature. Il s’agit un liquide non volatile et incolore qui peut être chimiquement synthétisé ou 
naturellement produit par les organismes eucaryotes et procaryotes à partir des hydrates de carbone tels 
que le glucose, le lactose ou le sucrose via le processus de fermentation. C’est le chimiste suédois 
Scheele qui, le premier, a découvert la présence de lactate dans le yaourt en 1780. Ce composé a 
ensuite été produit par Charles E. Avery à Littleton, Massachusetts, Etats-Unis en 18811. 
 L’acide lactique possède deux stéréo-isomères, l’acide L-lactique étant l’énantiomère le plus 
abondant chez les mammifères (Tableau.III.1). Dans les aliments et les boissons, la transformation des 
glucides en acide lactique s’effectue principalement par les bactéries lactiques telles que Aerococcus, 
Lactococcus, Lactobacillus ou Pediococcus (Fig.III.1). La proportion des isomères D et L formés au 
cours de ce processus varie en fonction des souches bactériennes. Certaines d'entre elles (par exemple 
les probiotiques) synthétisent principalement du L-lactate, tandis que d'autres forment un mélange de 
D et L-lactate, avec une proportion plus importante en D-lactate 2,3. 
Fig.III.1: Schéma simplifié des voies majeures de fermentation du glucose par les bactéries lactiques
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Nom Acide lactique ou  
Acide 2-hydroxypropanoïque  
Formule chimique        
                  
  
         L-Lactique                                       D-Lactique 
Masse molaire 90,08 g.mol-1
Point de fusion D/L : 16,8°C 
L : 53°C 
D : 53 °C 
Masse volumique 1,25 g.cm-3
Point d’ébullition 122°C à 14 mm Hg 
82°C à 0,5 mm Hg 
pKa 3,86 (20°C) 
Solubilité Miscible avec l'eau, l'alcool, le glycérol, et le furfural 
Légèrement soluble dans l'éther 
Insoluble dans le chloroforme, l'éther de pétrole, le 
disulfure de carbone 
Précautions 
Tableau.III.1 : Caractéristiques physico-chimiques de l’acide lactique 
L’acide L-lactique a de nombreuses applications industrielles. Cet acide entre ainsi dans la 
composition de divers produits pharmaceutiques et cosmétiques 1, 4. Sa forme polymérique possède par 
ailleurs l’avantage d’être thermoplastique et biodégradable, ce qui lui vaut d’être utilisée dans le 
domaine médical pour la fabrication de pansements chirurgicaux, les sutures ou les implants 
orthopédiques5. Cependant, les applications les plus connues concernent l’industrie alimentaire. 
L’acide lactique (E270) est en effet employé comme acidifiant ou comme agent de conservation ou 
agent aromatisant dans une grande variété d’aliments du fait de son goût acide plus doux que celui 
d’autres acides alimentaires. Sa teneur est considérée comme un paramètre important affectant la 
saveur ou étant en corrélation avec la fraîcheur de nombreux aliments et boissons tels que le vin, le 
lait, les produits laitiers, les fruits ou les légumes 3. Selon la réglementation française, les yaourts 
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produits à partir des bactéries lactiques thermophiles spécifiques Lactobacillus bulgaricus et 
Streptococcus thermophilus, qui doivent être ensemencées simultanément et se trouver vivantes dans 
le produit fini au moment de la vente aux consommateurs, doivent contenir une teneur en acide 
lactique supérieure à 0,7 g pour 100 g de yaourt.?Les laits fermentés comportent un peu moins d'acide 
lactique libre que le yaourt (0,6 % au lieu de 0,7 %), ce qui leur donne un goût plus doux. Dans les 
laits frais, la concentration en acide lactique se situe entre 1,5 et 18 g/L 6. La directive 2001/112/CE 
fixe la teneur maximale en acide lactique dans les nectars de fruits, de légumes et produits similaires à 
5000 mg/l ou mg/kg selon le cas7. L’utilisation de cet additif pour acidifier les moûts de raisin et les 
vins est par ailleurs autorisée par l’Union Européenne depuis le 1er août 2009, les teneurs maximales 
admissibles étant de 1,8 g/L d’acide lactique dans les moûts et 3 g/L d’acide lactique dans les vins 8.  
 Chez l'Homme, la concentration physiologique du lactate dans le sang varie de 0,6 à 2 mM. 
Cette concentration peut rapidement s'élever à 20-30 mM pendant l'activité physique4 ou dans 
certaines conditions pathologiques, par exemple en cas de maladies cardiaques, d’insuffisance 
respiratoire ou de diabète. La formation d’isomère D a des effets négatifs puisque dans le métabolisme 
des mammifères, notamment chez l’Homme, cet isomère est bien plus difficile à métaboliser que le L-
lactate, et une teneur importante dans l’organisme peut entraîner de sérieux dysfonctionnements9. Dans 
les conditions normales, le D-lactate ne représente qu’environ 1 à 5 % de la concentration totale en 
lactate. Un niveau élevé de D-lactate dans le sang et l'urine provient généralement de perturbations de 
la voie glyoxalase ou de la surproduction bactérienne dans l'intestin. 
 Par conséquent, la surveillance de la teneur en L- et D-lactate dans les fluides biologiques et 
dans les produits alimentaires est d'une grande importance pour le diagnostic clinique et pour 
l'évaluation de la qualité des aliments. 
III.1.2 Biocapteurs enzymatiques pour la détermination du lactate 
 Parmi les différentes méthodes d'analyse proposées pour la détermination du lactate, les 
biocapteurs offrent de nombreux avantages tels que la rapidité, la haute spécificité, le coût relativement 
faible et la possibilité de miniaturisation10. Les enzymes, telles que la L et/ou la D-lactate 
déshydrogénase (L-LDH et/ou de D-LDH)10-13, la L-lactate oxydase de Pediococcus sp. (LODP) 4, 10, 
14-20, la LODP combinée à la peroxydase de raifort (HRP) 3, 10, 21-25 ou à la D-LDH et la HRP 26 ont été 
proposées comme éléments de reconnaissance dans des biocapteurs électrochimiques pour les analyses 
de lactate. La LODP et l’ampérométrie sont l'enzyme et le mode de transduction les plus couramment 
utilisés. Les deux enzymes, LDH et LODP, catalysent l'oxydation du lactate en pyruvate (Eq.III.1 à 
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III.3) et la LODP, comme la L-LDH, ont été décrites comme des enzymes spécifiques au L-lactate. En 
outre, la LODP possède son propre coenzyme interne (flavine adénine dinucléotide, FAD) et utilise 
l'oxygène dissous comme accepteur d'électrons, tandis que l’action de la LDH nécessite l'ajout du 
coenzyme nicotinamide adénine dinucléotide (NAD+). Les biocapteurs ampérométriques utilisant la 
LODP présentent l’inconvénient de devoir opérer à un potentiel élevé pour réaliser la détection du 
peroxyde d’hydrogène issu de la réaction enzymatique10. De plus, l'accumulation de H2O2 à l'intérieur 
de la membrane enzymatique peut réduire l'activité de la LODP. L'association de la LODP à la HRP a 
donc été proposée, comme dans le cas de l’AOX, pour résoudre ce problème.  
L-Lactate + NAD+     →      Pyruvate + NADH + 2H+                                       (Eq.III.1) 
D-Lactate + NAD+     →      Pyruvate + NADH + 2H+                                       (Eq.III.2) 
D-Lactate + O2     →      Pyruvate + H2O2                                                           (Eq.III.3)  
 Il a été montré que la HRP est également en mesure de coopérer avec d’autres oxydases telles 
que la glucose oxydase, provoquant l'amplification du signal de biocapteur27.  
En ce qui concerne l'immobilisation des enzymes, différentes techniques ont été utilisées, 
notamment l'adsorption directe ou la liaison de manière covalente à l'électrode16, la réticulation avec le 
GA4, 14, 15, le piégeage dans des matrices sol-gel à base de silice17, 19 ou dans des polymères 
électropolymérisés 18, la rétention sous une membrane de confinement 20 ou l’inclusion directe dans 
des électrodes à base de carbone 21, 23-25. Parmi ces techniques, la réticulation avec le GA est l'une des 
méthodes les plus simples et produit des biocapteurs de très bonne stabilité.  
 Dans ce travail, nous proposons une méthode originale combinant deux biocapteurs 
conductimétriques pour la détermination du L- et du D-lactate. Les biocapteurs ont été préparés par 
réticulation de la LODP seule ou de la LODP (couche externe) et la HRP (couche interne) sur la 
surface de micro-électrodes interdigitées d'or en utilisant les vapeurs de GA. Comme pour le 
biocapteur précédent, différents paramètres affectant la sensibilité du biocapteur bi-enzymatique 
LODP/HRP (rapport de LODP/HRP, pH, et temps de la réaction de réticulation, ...) ont d'abord été 
optimisés. Ensuite, une méthode a été proposée pour la quantification de la concentration en lactate 
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a été ensuite appliquée à l'analyse d'échantillons de yaourts et les résultats ont été comparés à ceux 
obtenus avec des kits enzymatiques commerciaux. 
III.2 Matériel et méthodes 
III.2.1 Réactifs et solutions 
 Comme précédemment, toutes les solutions aqueuses ont été préparées avec de l'eau ultra-pure 
(résistivité > 18 M?.cm) obtenue à partir d'un système de purification MilliQ. La lactate oxydase 
(LODP, CE 1.1.3.2, 20 U.mg-1solide, extraite de Pediococcus.sp), la peroxydase de raifort (HRP, 
EC1.11.1.9, 188 U.mg-1 solide), albumine de sérum bovin (BSA), le glutaraldéhyde (GA) (grade II, 25 
% de solution aqueuse), KH2PO4 (> 99 %), K2HPO4 (98 %), l’acide L(+)-lactique (90 %), l’acide 
D(+)-lactique (97,74 %), le D (+) glucose (réactif ACS), l’acide L(+)-ascorbique (99 %), le D(-)-
fructose (99 %), le 2,2'-azino-bis (3-éthylbenzothiazoline-6-sulfonique (ABTS, > 98 %) et le Nafion (5
% en masse dans un mélange d'alcools aliphatiques et d'eau contenant 15-20 % H2O) ont été fournis 
par Sigma-Aldrich. Le glycérol (> 99 %) et le peroxyde d'hydrogène (H2O2, 30 %) ont été achetés 
respectivement chez Acros Organics et chez Fluka. Les kits commerciaux de dosage de l'acide D-et L-
lactique sont produits par R-Biopharm, GmbH, Allemagne. Les solutions mères d'acide D-et L-
lactique ainsi que des substances des tests d'interférence ont été préparées dans du tampon phosphate 5 
mM (pH 7) et conservées à 4°C jusqu'à leur utilisation. Les mélanges LODP/BSA/glycérol ainsi que 
BSA/glycérol ont été conservés à -20°C entre deux utilisations, tandis que le mélange 
HRP/BSA/glycérol a été gardé à 4°C. 
III.2.2 Préparation des biocapteurs?
 Les transducteurs utilisés dans ce travail sont ceux de l’IPSL. La première paire d'électrodes, 
sur laquelle est déposée une membrane enzymatique contenant la LODP seule ou la LODP et la HRP, 
constitue l'électrode de travail. La seconde, recouverte par une membrane de BSA non réactive, est 
l'électrode de référence.  
Les électrodes sont prétraitées comme décrit dans le chapitre précédent (§II.2.3). Ensuite, 0,3 μl 
d'une solution de tampon phosphate 20 mM pH 7 contenant 5 % (m/v) de BSA, 10 % (m/v) de glycérol 
et 5 % (m/v) HRP sont déposés sur la paire d'électrodes de travail, tandis que  0,3 μl d'un mélange 
contenant 10 % (m/v) de BSA et 10 % (m/v) de glycérol sont déposés sur les électrodes de référence. 
Le capteur est laissé sécher pendant 20 min à température ambiante. Puis, une deuxième couche est 
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déposée sur chaque électrode, suivant le même protocole, sauf que la HRP est remplacée par la LODP 
dans la solution enzymatique (Fig.III.2). La même procédure a été utilisée pour préparer des 
biocapteurs à LODP sauf qu’une seule couche contenant la LODP a été déposée sur la zone sensible de 
l’électrode de travail. Après le dépôt des solutions d’enzymes et de BSA, le capteur est placé dans une 
atmosphère saturée de vapeur de GA. Le reste du protocole est identique à celui utilisé pour 
l’élaboration du biocapteur à AOX (§II.2.4).  
Fig.III.2: Constitution du biocapteur LODP / HRP. 
  
III.2.3 Mesures conductimétriques 
 Toutes les mesures sont effectuées à température ambiante dans une solution tampon phosphate 
5 mM pH 6 en utilisant le dispositif expérimental et l’instrumentation décrite dans le chapitre II . La 
différence de conductance entre l’électrode de travail et de référence a été suivie et enregistrée jusqu'à 
ce qu’une valeur stable soit atteinte. Puis, de petits volumes (5 à 50 μL) d'une solution concentrée 
d'acide L-ou D-lactique ont été ajoutés pour obtenir les concentrations finales appropriées. 
II.2.4. Mesure spectrophotométrique de la sélectivité de la LODP vis-à-vis du L-
lactate 
Cette méthode est basée sur la détection spectrophotométrique de H2O2 produit lors de 
l’oxydation du lactate par la LODP. H2O2  réagit avec l’ABTS en présence de HRP pour former la 
forme oxydée de l’ABTS, un composé de couleur verte absorbant à 405 nm (Eq. III.5). 
  
                                 H2O2   +  ABTS    →    2 H2O  +  ABTS oxydé            (Eq.III.5) 
Les expériences sont réalisées dans des cuves en polystyrène de 1 mL. 0,1 mL d’une solution de 
1 mM d’ABTS préparée dans du tampon phosphate 20 mM pH 6,5, 0,02 mL d’une solution de HRP 
HRP?
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(50 U/mL) et différents volumes (0; 5; 10; 15 et 25 μL) d’une solution à 2 mM d’acide L- ou D-
lactique sont introduits dans les cuves et le volume est complété à 1 mL à l’aide de tampon phosphate 
20 mM pH 6,5. Les cuves sont agitées manuellement et l’absorbance est mesurée à 405 nm jusqu’à 
stabilisation du signal (absorbance correspondante: A0). Ensuite, 4 μL d’une solution de LODP (2000 
U/mL) sont ajoutés et les cuves sont incubées à 25°C pendant 30 min (absorbance : A1). Les 
différences d’absorbance (A1–A0) sont alors portées en fonction de la concentration en L- ou D-lactate. 
III.2.5 Préparation et analyse des échantillons de yaourt 
 Les yaourts au lait de vache de la société Danone ont été achetés dans un supermarché local et 
dilués dans du tampon phosphate 5 mM pH 6 de manière à obtenir une solution à 300 g.L-1. Ensuite, 
chaque échantillon a été analysé en duplicat en utilisant les deux biocapteurs conductimétriques LODP 
et LODP/HRP (volume injecté: 20 ?L). Tous les échantillons ont été analysés en utilisant également 
un kit disponible dans le commerce pour la détermination du L- et du D-lactate dans les denrées 
alimentaires en suivant les instructions du fabricant. 
III.3. Résultats et discussion 
III.3.1 Influence de la quantité de HRP et du pH sur la détection du L-lactate  
III.3.1.1 Quantité de HRP 
Dans une première série d'expériences, nous avons étudié l'influence de la quantité de HRP sur 
la réponse du biocapteur suite à l’injection du L-lactate. Le pH de mesure a été fixé à 6. Compte tenu 
des résultats obtenus dans le chapitre précédent, la quantité de LODP dans la solution membranaire a 
été fixée à 5 % (m/v), soit 0,015 mg de solide (activité théorique: 0,3 U) tandis que la concentration de 
HRP était de 5 ou 15 % (m/v), correspondant à 0,015 ou 0,045 mg d'enzyme (activités théoriques: 3U 
et 9 U). 
Comme on peut le voir sur la figure III.3, l’injection de L-lactate dans la cellule de mesure 
contenant le biocapteur à LODP seule provoque une augmentation rapide et significative de la 
conductance. Cette variation peut être en partie liée à la différence entre la conductivité molaire 
ionique du lactate et du pyruvate. Cependant, une autre explication plus probable est que la 
conformation de la LODP change lors de l’étape de réticulation et entraîne un augmentation de la 
stabilité du complexe enzyme-pyruvate, favorisant un autre mécanisme au cours duquel sont produits 
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des ions acétates et du CO2 avec comme intermédiaire le complexe LODP-pyruvate-H2O2 (Fig.III.4, 
voie 1). La dissolution du CO2 dans le tampon génère des ions H+ et HCO3-, à l’origine de 
l’augmentation significative de conductance observée. Comme nous l’avons déjà mentionné dans la 
partie bibliographique (§I.3.6.3), ce deuxième mécanisme est classiquement rapporté pour les L-lactate 
monooxygénases mais pas pour les L-lactate oxydases28. Dans la voie 2, le complexe est peu stable ce 
qui entraîne la transformation rapide du lactate en pyruvate et H2O2 grâce à l’oxygène dissous tandis 
que dans la première voie, la stabilité du complexe formé est plus élevée et la réaction d’oxydation en 
présence de H2O2, agent oxydant fort, peut avoir lieu conduisant à la production de CH3COO-, CO2 et 
H2O.  
Fig.III.3: Influence de la quantité de HRP sur la réponse du biocapteur.  
(a) LODP 5 %, HRP 5 % - (b) LODP 5 % - (c) LODP 5 %, HRP 15 % 
Injection d'une solution de 100 μM de L-lactate. Mesures réalisées dans 5 mM de tampon phosphate pH 6.
Fig.III.4: Mécanismes d’oxydation enzymatique du L-lactate  
par la L-lactate oxydase (voie 1) et la L-lactate monooxygénase (voie 2)28
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 L'ajout de 5 % (m/v) de HRP multiplie par 1,7 le signal à l’équilibre du biocapteur, mais 
augmente également le temps nécessaire pour atteindre l'équilibre (Fig. III.3). Le bruit de fond est en 
même temps divisé par 1,5, entraînant une amélioration nette du rapport signal sur bruit, donc de la 
limite de détection. Comme signalé précédemment, la HRP est une peroxydase qui catalyse l'oxydation 
de nombreux substrats réducteurs en utilisant H2O2 comme agent oxydant. L'amélioration des signaux 
par ajout de la HRP pourrait dans ce cas être attribuée à l’existence du mécanisme supplémentaire 
suivant (Eq.III.6 et III.7), le pyruvate agissant comme un substrat de la HRP; HRPOx et HRPRed étant 
les formes oxydées et réduites de la HRP, respectivement.  
HRPred  +  H2O2  →  HRPox + O2                                                                                     (Eq.III.6)   
HRPox + pyruvate  →   HRPred + acetate + H++ HCO3-                                         (Eq.III.7)
L’ajout d’une quantité de HRP de 15 % (m/v) provoque par contre une forte diminution du 
signal (Fig.III.3) alors que celui-ci avait été multiplié par 2, pour le biocapteur à AOX (Fig.II.15). Le 
bruit de fond double par ailleurs lorsque la concentration en HRP passe de 5 à 15 %. C’est 
probablement du à la trop grande quantité d’enzyme sur la surface d’électrode, ce qui peut provoquer 
les problèmes de diffusion ou le changement de la conformation de LOX. Compte tenu de ces 
résultats, la concentration de 5 % (m/v) de HRP a été retenue dans la suite de ce travail. 
III.3.1.2 pH du milieu  
 Les variations de conductance à l'équilibre ont ensuite été enregistrées pour une concentration 
en L-lactate de 100 μM en faisant varier le pH entre 4,5 et 8,5. Les résultats obtenus en absence et en 
présence de HRP ont été comparés. Ainsi que le montre la figure III.5 , la valeur de pH optimale pour 
le fonctionnement du biocapteur est proche de 6, en absence aussi bien qu'en présence de HRP. La 
courbe en cloche obtenue avec la LODP seule est très similaire à celle rapportée par Sullivan pour la 
lactate oxydase libre extraite de Mycobacterium smegmatis 29. Ce résultat est également compatible 
avec les valeurs optimales déclarées pour la LODP immobilisée en utilisant divers procédés, y compris 
la réticulation 4, 15, 17, 18. La zone optimale de pH est beaucoup plus étroite en présence qu'en l'absence 
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de HRP, ce qui peut être attribué à une plus grande sensibilité de la HRP vis-à-vis des variations de 
pH.  
Compte tenu des résultats de ces deux séries d’expériences, la coopération optimale pour les 
deux enzymes LODP et HRP est obtenue pour un rapport de masse HRP/LODP de 1 (taux d'activité 
théorique HRP/LODP de 10 U), en bon accord avec le rapport optimal trouvé par Monosik et al. 3. Sur 
la base de ces résultats, les expériences ultérieures ont été réalisées en tampon phosphate pH 6 et les 
biocapteurs ont été préparés en utilisant des solutions enzymatiques contenant 5 % de HRP et 5 % de 
LODP. 
Fig.III.5: Influence du pH sur la variation de conductance à l’équilibre du biocapteur à LODP seule (?) ou à LODP/HRP (?)   
Mesures effectuées à l'aide d'une solution 100 μM de L-lactate dans du tampon phosphate 5 mM  
III.3.2 Influence du temps de réticulation sur la réponse du biocapteur bi-
enzymatique LODP/HRP  
 Dans cette étude, dix biocapteurs LODP/HRP ont été préparés en utilisant des temps de 
réticulation de 10 min (n = 2), 20 min (n = 3), 30 min (n = 3) ou 40 min (n = 2).  
Comme on le voit sur la figure III.6, la variation de conductance à l’équilibre après injection de 
100 μM de L-lactate augmente avec le temps de réticulation pour atteindre un maximum à 30 minutes. 
Une baisse d’intensité du signal est observée au-delà de cette valeur. Cependant, comme nous le 
montrerons dans le paragraphe suivant, une meilleure stabilité dans le temps est atteinte pour 40 min 
Chapitre III: Développement d’un biocapteur conductimétrique sensible pour la détermination de la 




de réticulation. Afin d’obtenir le meilleur compromis entre la stabilité et la sensibilité du biocapteur, 
nous avons décidé de choisir la valeur de 40 min pour la suite des expériences. 
                                 
Fig.III.6: Influence du temps de réticulation sur l’intensité du signal du biocapteurs bi-enzymatique LODP/HRP. Mesures effectuées à 
l'aide d'une solution de 100 uM de L-lactate dans du tampon phosphate 5 mM 
III.3.3 Réponse des biocapteurs LODP et LODP/HRP vis-à-vis du D-lactate 
? Ainsi qu’il a été mentionné? dans l’introduction, la LODP appartient à la famille des enzymes 
flavine mononucléotide-dépendantes et α-hydroxy-acide oxydantes. Cette flavoprotéine devrait être 
capable de discriminer les configurations L/D du lactate, le L-lactate étant considéré comme un 
substrat actif alors que le D-lactate est inactif 30, 31. Cependant, aucun des biocapteurs développés pour 
la détermination du lactate n’a été testé en présence des deux substrats et ces biocapteurs sont toujours 
présentés comme des biocapteurs à L-lactate.  Le D-lactate peut pourtant être dans certains cas présent 
à des concentrations élevées dans les liquides biologiques et les produits alimentaires. 
Dans ce travail, nous avons d'abord contrôlé à l’aide d’un dosage enzymatique, que l’enzyme 
utilisée était bien capable de catalyser sélectivement l'oxydation du L-lactate lorsqu’elle est en 
solution. Comme prévu (Fig.III.7), la réponse de l’enzyme vis-à-vis du D-lactate ne représente que 3 
% de celle vis-à-vis du L-lactate au même niveau de concentration.  
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Fig.III.7: Mesure de la sélectivité de catalyse de la LODP vis-à-vis  du L- (?) et du D- (?) lactate par spectrophotométrie.  
Cependant, contrairement à notre attente, les biocapteurs à LODP avec ou sans la présence de 
HRP fournissent des réponses importantes quand le D-lactate est ajouté dans le milieu. Les signaux à 
l’équilibre obtenus pour les deux stéréoisomères sont quasiment identiques pour le biocapteur sans 
HRP, tandis que le signal est plus élevé pour le D-lactate que pour le L-lactate dans le cas du 
biocapteur bi-enzymatique LODP/HRP (Fig.III.8). Le premier résultat peut être attribué à une perte de 
sélectivité chirale de la LODP, ce qui confirme l’hypothèse de changement de conformation de 
l’enzyme au cours de l’étape d’immobilisation déjà émise dans le chapitre précédent. En outre, Kataki 
et Zawawi 32 ont récemment rapporté dans leur travail l'inversion de la sélectivité chirale de la LODP 
immobilisée dans du collagène. Ils expliquent ce résultat par les interactions électrostatiques entre la 
LODP (pI = 4,6) et le collagène (pI = 8,26). D’un façon très similaire, la valeur de pI de la HRP étant 
de 8,8 33, la charge globale de la HRP est positive à pH 7, alors qu'elle est négative pour la LODP au 
même pH. La sélectivité chirale de notre enzyme peut donc être aussi inversée au contact de la HRP, 
ce qui permet d’expliquer l’augmentation de la réponse du biocapteur LODP/HRP vis-à-vis du D-
lactate.  
Ce résultat, au premier abord surprenant, est en fait très intéressant car il peut être exploité pour 
la quantification de la concentration en lactate total ainsi que de celle de D-et L-lactate en utilisant une 
combinaison des réponses des biocapteurs LODP seul et LODP/HRP, comme nous le verrons dans le 
§.3.6. 
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III.3.4 Caractéristiques analytiques des biocapteurs LODP et LODP/HRP  
III.3.4.1 Gamme linéaire et limite de détection 
 Les figures III.8a et III.8b ont été construites à partir de l'analyse d'au moins douze solutions 
standards (D-ou L-lactate) et trois mesures ont été effectuées à chaque niveau de concentration.  
Ainsi que le montre la figure III.8a, la réponse de biocapteur à LODP est linéaire jusqu'à 100 
μM de L-lactate. Le domaine linéaire double en présence de HRP. La sensibilité du biocapteur est de 
1,16 ± 0.04 ?S.?M-1 et 4,38 ± 0,10 ?S.?M-1 en l'absence et en présence de HRP, respectivement, ce qui 
confirme le rôle positif joué par la HRP. La meilleure limite de détection (0,05 μM) est donc obtenue 
avec le capteur bi-enzymatique. C'est huit fois mieux que sans HRP, et de loin beaucoup mieux que les 
valeurs rapportées dans la littérature pour la plupart des autres biocapteurs basés sur la LODP ou une 
combinaison LODP/HRP (Tableau.III.2). De la même façon, la sensibilité du biocapteur vis-à-vis du 
D-lactate est de 1,160 ± 0,054 ?S.?M-1 et 5,58 ± 0,20 et ?S.?M-1 en absence et en présence de HRP, 
avec une limite de détection de 0,05 μM pour le biocapteur LODP/HRP. 
III.3.4.2 Reproductibilité intra-capteur à court terme 
 Les coefficients de variation obtenus à partir de trois mesures de L-ou D-lactate effectuées à 
chaque concentration avec les capteurs décrits précédemment sont très bons car ils se situent entre 1 % 
et 8 % dans la gamme de concentration étudiée. 
III.3.4.3 Stabilité 
Les stabilités de stockage à long terme des biocapteurs basés sur la LODP et la combinaison 
LODP/HRP ont été également comparées. Un biocapteur de chaque type a été fabriqué dans les 
conditions optimales déterminées précédemment et deux autres capteurs LODP/HRP ont été préparés 
de la même manière, sauf que le temps de réaction avec les vapeurs de GA étaient de 20 min et 40 min, 
respectivement. Tous les biocapteurs ont été mesurés à plusieurs reprises sur une période de 5 
semaines pour une solution 100 μM de L-lactate. Pendant ce temps, les biocapteurs étaient conservés à 
4°C dans le tampon phosphate 20 mM pH 7. 
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   (b) 
Fig.III.8: Influence de la concentration en L-lactate (a) et D-lactate (b) sur la réponse des biocapteurs LODP et LODP/HRP. 
Les mesures ont été réalisées dans 5 mM de tampon phosphate pH 6. 
Comme on le voit sur la Fig.III.9, le biocapteur bi-enzymatique LODP/HRP exposé à la vapeur 
de GA pendant 40 min est le plus stable sur toute la période testée. Le biocapteur LODP/HRP présente 
également une plus grande stabilité que le biocapteur construit uniquement à partir de LODP (données 
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non présentées), ce qui confirme l'effet protecteur de la HRP à l’égard des effets nocifs de H2O2 envers 
l’enzyme.  
Fig.III.9: Influence du temps de réticulation sur la stabilité au stockage du biocapteur LODP/ HRP 
100 μM de L-lactate dans 5 mM de tampon phosphate pH 6.  
Biocapteurs conservés à 4°C dans 20 mM de tampon phosphate pH 7 entre deux mesures. 
III.3.4.4 Sélectivité 
 Nous avons ensuite réalisé une étude d’interférence avec des composés susceptibles d’être 
présents dans des échantillons de yaourt (glucose, lactose et acide ascorbique) ou de jus de fruits 
(fructose). L'étude a été réalisée en utilisant le biocapteur LODP/HRP, pour une concentration de L-
lactate de 100 μM et pour des rapports molaires L-lactate/interférent de 1:1 ou 1:0,1.  
Comme le montre la Fig.III.10, aucune des substances évaluées, sauf l'acide ascorbique, 
n’affecte de manière significative le signal du biocapteur. Une augmentation de 70 % du signal a été 
observée pour un rapport lactate/ascorbate de 1, et de 38 % pour un rapport de 10. Ce résultat peut 
provenir d’une oxydation de ce composé par H2O2, soit chimique, soit enzymatique, en utilisant la 
HRP comme catalyseur. Néanmoins, ceci ne peut affecter la justesse de détermination du L-lactate 
dans le yaourt puisque la concentration d'acide ascorbique est environ 500 fois plus faible que celle de 
l’acide L-lactique dans ce type d'échantillon21.  
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Fig.III.10: Comparaison des réponses du biocapteur LODP/HRP obtenues pour le L-lactate en présence d'éventuelles substances 
interférentes. [L-lactate] = 100 μM dans 5 mM de tampon phosphate pH 6. 
III.3.5 Effet de matrice 
 Afin de détecter l’existence d’un possible effet de matrice, deux échantillons de yaourt (yaourt 
nature et Activia) ont été dilués dans un tampon phosphate comme décrit dans la section III.2.6. De 
petits volumes d’une solution mère d’acide D- ou L-lactique ont été ajoutés à un volume constant 
d'échantillon afin d'obtenir des concentrations finales dans la plage de 20-160 μM. Ensuite, les 
solutions ont été analysées en utilisant le biocapteur LODP et le biocapteur bi-enzymatique 
LODP/HRP. L’effet de matrice a été évalué en comparant la pente de la courbe d’étalonnage dans la 
matrice à celle de la courbe d'étalonnage dans le tampon phosphate. Toutes les courbes obtenues sont 
linéaires mais les pentes sont de 16 à 33 % plus élevées dans la matrice selon l'échantillon et le 
biocapteur (données non présentées). Ce résultat peut être attribué à la présence dans les échantillons 
de composés capables de stabiliser le complexe LODP-pyruvate, favorisant l'oxydation du pyruvate.  



































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































Chapitre III: Développement d’un biocapteur conductimétrique sensible pour la détermination de la 




III.3.6 Détermination des concentrations en lactate total, D-et L-lactate dans les 
échantillons de yaourts 
Les deux biocapteurs LODP et LODP/HRP ont ensuite été utilisés pour la détermination de la 
concentration en lactate total, en D- et en L-lactate dans trois échantillons de yaourt.  
Une dilution préalable des échantillons a été effectuée dans le tampon phosphate 5 mM pH 6 
afin de limiter les effets de matrice, se trouver dans la gamme linéaire des biocapteurs, et tamponner de 
manière appropriée la solution au pH optimal de mesure. Les échantillons ont ensuite été dopés à 
différentes concentrations de L- ou de D-lactate et les pentes des droites d’ajouts dans la matrice ont 
été calculées pour les biocapteurs LODP et LODP/HRP.  
 Toutes les mesures ont été effectuées le même jour, de manière à ce que la stabilité inter-jour 
n'ait pas d'incidence sur les résultats. Tous les échantillons ont été analysés en utilisant les biocapteurs 
LODP et LODP/HRP. La concentration totale en lactate est directement déduite des réponses du 
biocapteur LODP, tandis que les concentrations en D-et en L-lactate sont calculées en combinant 
toutes les réponses, comme proposé ci-après. 
III.3.6.1 Calcul de la concentration total e en lactate  
 La réponse des biocapteurs à LODP vis-à-vis du D-et du L-lactate étant identiques, il est 
possible de construire une courbe d'étalonnage unique à partir de toutes les données des ajouts dosés 
enregistrées pour le D-et le L-lactate et de l'utiliser pour calculer la concentration totale de lactate dans 
l'échantillon par la formule suivante: 
?
        (Eq.III.8) 
où GT, LODP est la variation de conductance totale mesurée sur l'échantillon, S et B sont la pente et l'intersection 
de la courbe d'étalonnage avec l’axe des abscisses 
III.3.6.2 Calcul des concentrations en D-et L-lactate  
 Si SL,LODP, SL,LODP/HRP, SD,LODP et SD,LODP/HRP représentent les pentes des courbes d'ajouts en L-
et D-lactate obtenues en l'absence et en présence de HRP, on peut en déduire les rapports: 
???????????????????????????????????????????????????????????? ?????????????????????????????????????????????(Eq.III.9)
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où GL,LODP/HRP et GD,LODP/HRP sont les contributions respectives du L-et du D-lactate aux variations totales de la 
conductance, GT,LODP et GT,LODP/HRP sont celles mesurées sur l'échantillon en utilisant les biocapteurs LODP et 
LODP/HRP, respectivement. 
  
GT,LODP/HRP est également reliée à GL,LODP/HRP et GD, LODP/HRP par l'équation suivante: 
(Eq.III.11) 
Ainsi, on peut déduire des Eq.III.8 et Eq.III.11, les valeurs de GL, LODP et GD, LODP par: 
?????????????????????????????????????????????????? ??????????????????????????????????????????(Eq.III.12)  ?
?
??????????????????????????????????????????????????                                    (Eq.III.13)
Les concentrations en L-et D-lactate peuvent ensuite être calculées à partir des courbes d'ajouts 
du biocapteur à LODP. 
III.3.6.3 Résultats
Le tableau III.3 montre que les concentrations mesurées dans les échantillons de yaourt en 
utilisant la méthode proposée ci-dessus sont en bon accord avec celles obtenues avec la méthode de 
référence (kit commercial). Dans ces échantillons, la forme de lactate prédominante est le L-lactate. 
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nature 0,65 0,63 0,68 108 0,054 0,045 83 
Activa 0,43 0,45 0,41 91 0,035 0,04 114 
Actimel 0,72 0,74 0,69 93 0,04 0,035 87,5 
Tableau.III.3 : Comparaison des teneurs en D-et L-lactate déterminées dans des échantillons de yaourt.par notre méthode et une 
méthode de référence (kit enzymatique commercial) 
III.4. Conclusion 
Dans cette partie du travail, nous avons développé une méthode originale et sensible combinant 
deux microbiocapteurs conductimétriques à base d'enzymes (LODP et HRP) pour la détermination de 
la concentration en lactate total, L-et D-lactate dans les produits laitiers. La procédure expérimentale 
ne nécessite que la dilution des échantillons et prend très peu de temps par rapport aux techniques 
classiques. Une limite de détection très basse de 0,05 μM a été obtenue pour les deux isomères. La 
réponse du biocapteur LODP/HRP est linéaire jusqu'à au moins 210 μM pour les deux composés. Le 
biocapteur a par ailleurs été appliqué avec succès à la quantification du lactate total, du L et du D-
lactate dans des échantillons de yaourt, ce qui démontre le grand potentiel de la méthode proposée 
pour des applications pratiques dans l’analyse des aliments.  
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IV.1. Introduction  
IV.1.1 Généralités sur le formaldéhyde 
Avec 20 millions de tonnes produites chaque année dans le monde entier, le formaldéhyde 
(méthanal), est l'un des produits chimiques commercialisés les plus importants1. Aux températures 
ordinaires, le formaldéhyde pur est un gaz incolore avec une odeur piquante et suffocante. Cette odeur 
est détectable par la plupart des individus à des concentrations situées entre 0,05 et 1,3 mg/m3 (0,04 à 1 
ppm)2. Il est aussi très inflammable et peut conduire à la formation de mélanges explosifs avec l’air. Il 
est très soluble, même à froid, dans l’eau et dans les solvants polaires tels que l’éthanol, l’acétone et 
l’éther et peut polymériser rapidement. Les principales caractéristiques physico-chimiques de ce 
composé sont résumées dans le tableau IV.1.  
Nom Formaldéhyde  
Température de fusion - 92° C  
Température d’ébullition (pression atmosphérique) -19°C 
Densité 0,816 g/cm3 à -20°C 
Solubilité dans l’eau 550 g/L 
Densité de vapeur (air = 1) 1,04 – 1,06 
Tension de vapeur 517 – 519 kPa à 25°C 
Température d’auto-inflammation 424°C 
Précautions 
Tableau.IV.1: Caractéristiques physico-chimiques du formaldéhyde 
 Le formaldéhyde n’est pas commercialisé sous forme gazeuse. Il est généralement vendu sous 
forme de solutions aqueuses à des concentrations massiques de 30 à 55 %, mais il est également 
disponible sous ses formes polymérisées, le trioxane (trimère) ou le paraformaldéhyde (polymère). Les 
solutions aqueuses commerciales renferment généralement de 0,5 à 15 % de méthanol comme 
inhibiteur de polymérisation. Le paraformaldéhyde se présente sous forme de poudre ou de cristaux 
blancs et peut être dépolymérisé en formaldéhyde dans l’eau chaude en présence de base 3. 
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IV.1.2 Sources et toxicité du formaldéhyde 
  
Le formaldéhyde est impliqué en tant que réactif intermédiaire dans la synthèse de produits 
chimiques, dans la fabrication de matières plastiques ou de résines pour le bois, le papier et les textiles. 
Les résines urée-formaldéhyde (>25 % de l'ensemble des résines à base de formaldéhyde) sont 
principalement utilisées comme adhésifs dans la fabrication de panneaux de particules, de panneaux de 
fibres et de contreplaqués. D’autres résines à base de formaldéhyde telles que le polyacétal, les résines 
phénoliques et les résines mélamine-formaldéhyde, sont utilisées comme adhésifs dans la fabrication 
de contreplaqués, de revêtements de surface, de mélanges à mouler et de résines thermodurcissables, 
ainsi que pour d’autres applications comme la fabrication d’accessoires de plomberie en plastique 4. 
Les émanations provenant des résines pour meubles, des papiers peints ou des peintures sont une 
source majeure de formaldéhyde à l'intérieur des maisons (Fig. V.1). Ce composé est également 
employé comme germicide, fongicide ou insecticide dans l'agriculture, ainsi que dans des produits de 
conservation ou comme agent de stérilisation dans le domaine médical ou la cosmétique 1, 5. Le 
formaldéhyde se retrouve aussi dans la fumée de cigarette. On estime qu’une personne fumant 20 
cigarettes par jour inhale 0,38 à 1 mg/j de ce composé4. Le formaldéhyde est également une substance 
endogène issue du métabolisme cellulaire humain et animal5. Chez l’Homme, la concentration en 
formaldéhyde dans le sang est d'environ 2 mg.L-1 5, 6.  
Fig.IV.1: Utilisations domestiques de produits contenant du formaldéhyde  
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Malgré sa présence et sa nécessité pour le métabolisme, le formaldéhyde reste une substance 
toxique et dangereuse pour l’Homme. L’application cutanée d’une solution à 1 % est faiblement 
irritante, tandis que les solutions concentrées sont corrosives. 
La principale voie d’exposition au formaldéhyde est l’inhalation. A de faibles concentrations 
dans l’air, de l’ordre de 0,25 à 2 mg/m3 (0,2 à 1,6 ppm) 5, il peut causer des irritations des yeux, du nez 
et de la gorge. L’irritation oculaire peut apparaître avant que l’odeur ne soit perçue. Dans les 
environnements où la concentration de formaldéhyde peut atteindre 10 à 30 mg/m3, les glandes 
lacrymales sont fortement sollicitées et des sensations de brûlure au niveau du nez et de la gorge 
peuvent apparaître, rendant la respiration difficile. Une exposition aiguë à des concentrations de 30 à 
60 mg/m3 d’air entraîne des effets plus néfastes tels que des œdèmes pulmonaires 2.  
Par ingestion, le formaldéhyde est très rapidement absorbé au niveau du tractus gastro-
intestinal et subit les mêmes transformations métaboliques que par inhalation. Des effets importants 
sont généralement observés lors de l’ingestion d’une solution de formaldéhyde à 40 %, tels que des 
irritations de la bouche, de la gorge et de l’estomac, accompagnés de nausées et de vomissements. 
Dans les cas extrêmes, des convulsions et l’atteinte d’un état comateux peuvent être également 
observées. Plusieurs cas mortels ont également été rapportés  dans la littérature 5, l’ingestion de 10 à 
100 mL de formaldéhyde étant considérée comme fatale chez l’Homme 2.  
Le formaldéhyde a été classé comme cancérigène par l'agence américaine de protection de 
l'environnement et l'organisation mondiale de la santé 5-7. Il est par ailleurs suspecté d'être toxique pour 
le développement humain et la reproduction 8.  
IV.1.3 Biocapteurs électrochimiques pour la détection du formaldéhyde 
Les méthodes classiquement utilisées pour l’analyse du formaldéhyde sont principalement 
spectrofluorimétriques 9 et chromatographiques 10-13 (Tableau IV.2).  
Bien que certains biocapteurs à cellules entières aient été rapportés pour la détection du 
formaldéhyde 14, 15, les enzymes sont les biorécepteurs les plus largement utilisés. La formaldéhyde 
déshydrogénase (FDH) 16-25 et dans une moindre mesure l'alcool oxydase (AOX) 26-28, ont été 
proposées comme éléments de reconnaissance pour la construction de biocapteurs pour la 
détermination du formaldéhyde. L’alcool oxydase, AOX, ainsi que nous l’avons déjà mentionné dans 
le chapitre bibliographique, est une enzyme appartenant à la famille des oxydoréductases, qui catalyse 
principalement l'oxydation d'alcools de faible masse moléculaire, en particulier le méthanol, en 
utilisant l'oxygène comme cofacteur. Cette classe d’enzymes possède une activité catalytique 
relativement faible envers le formaldéhyde 29 et conduit donc à des biocapteurs de sensibilité et de 
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sélectivité plus faibles que celles des dispositifs à base de FDH. En outre, l’AOX est moins stable que 
la FDH 30. Cette dernière est également une enzyme de la famille des oxydoréductases, sous classe des 
alcools déshydrogénases à zinc. La réaction d'oxydation catalysée par la FDH utilise généralement le 
cofacteur NAD+ comme accepteur d'électrons et conduit à la production d'acide formique et de NADH 
selon la réaction I.53 (chapitre bibliographique).   
Techniques Gamme linéaire LD Echantillons Ref 
Fluorescence 0,06 – 10 nM 0,05 nM air 9 
Micro-extraction en phase 
liquide / HPLC
0,035 – 27  μM 0,16  μM Champignons « shiitake » 10 
Extraction par espace de 
tête +  GC/MS
0,016 – 330 mM 6,6  μM Excipients pharmaceutiques 11 
Tableau.IV.2: Caractéristiques analytiques des différentes méthodes chromatographiques et spectrofluorimétriques pour la 
détermination du formaldéhyde 
Les biocapteurs électrochimiques proposés dans la littérature sont essentiellement basés sur une 
détection ampérométrique du NADH produit à la surface de l’électrode. Cette technique offre 
l’avantage de permettre la régénération du cofacteur NAD+. Cependant, le potentiel optimal nécessaire 
à l’oxydation électrochimique du NADH est élevé, de l’ordre de 0,6 V à pH 7. A ce potentiel sont 
susceptibles de se produire d’autres réactions interférentes ainsi qu’un encrassement de l’électrode.  
L’oxydation du NADH conduit par ailleurs à la formation d’une forme de NAD+ enzymatiquement 
inactive. L’utilisation de médiateurs rédox chimiques ou de nanomatériaux tels que des nanotubes de 
carbone s’avère donc nécessaire pour résoudre ces problèmes 16, 17, 22-24.  
Différents types de FDH ont été par ailleurs utilisés comme biorécepteurs pour l’élaboration de 
biocapteurs à formaldéhyde. La FDH recombinante extraite de la souche Hansenula polymorpha
présente l’avantage d’être plus stable que les FDHs commerciales issues de la bactérie Pseudomonas 
putida ou de la levure Candida bodiini 21, 25. Néanmoins, la production d'enzymes recombinantes est 
coûteuse, à la fois en temps et en argent. L’oxydation catalysée par les enzymes extraites d’Hansenula 
polymorpha ou Candida bodiini nécessite par ailleurs la participation d'un deuxième coenzyme 
externe, le glutathion (GSH). 
La FDH commerciale GSH-indépendante issue de Pseudomonas putida, que nous noterons par 
la suite pFDH, est donc l'enzyme la plus couramment utilisée dans la fabrication des biocapteurs 
dédiés à la détection du formaldéhyde. Il a été montré que le cofacteur externe NAD+ se lie au site actif  
de la pFDH par le biais d’une liaison forte mais non covalente favorisant la réaction catalytique 31. 
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L’immobilisation de l’enzyme sur le transducteur doit donc être optimisée avec soin, non seulement 
pour maintenir la conformation initiale de la protéine, mais également pour favoriser l’approche du 
cofacteur et sa fixation sur le site actif de l’enzyme. Une des façons de procéder consiste à co-
immobiliser le cofacteur et l’enzyme sur le transducteur. Différents matériaux, tels que le 
diéthylaminoéthyl-dextrane 25 ou le polyuréthane porteur de sites anioniques 17 ont été proposés pour la 
co-immobilisation de la pFDH et de NAD+. Le cofacteur peut être introduit à forte concentration 19, 25
ou régénéré. Une autre stratégie, relativement coûteuse mais qui évite l'étape de recyclage, consiste à 
ajouter NAD+ en solution à chaque mesure18, 21, 24, 26, 32. Dans ce cas, le cofacteur doit être capable de 
diffuser à partir de la solution jusqu’à l'enzyme immobilisée sur le transducteur.  
 Dans ce travail, nous proposons un biocapteur conductimétrique miniaturisé et sensible pour le 
dosage du formaldéhyde dans des échantillons aqueux. Le biocapteur a été préparé par immobilisation 
de la pFDH sur la surface des microélectrodes interdigitées en or de l’IPSL par co-réticulation avec des 
vapeurs de GA en présence de BSA. Cette couche enzymatique a ensuite été recouverte d'une 
membrane Nafion. Il s’agit, à notre connaissance, du premier biocapteur dans lequel la pFDH est 
réticulée sur le transducteur puis recouverte d’une membrane Nafion et pour lequel la conductimétrie 
est utilisée comme mode de détection. 
IV.2. Matériels et méthodes 
IV.2.1 Réactifs  
 La pFDH (EC 1.2.1.46, 4 U.mg-1 solide extraite de Pseudomonas putida), l’hydrate de ?-
nicotinamide adénine dinucléotide, (?-NAD, 98 %, issu d’une levure), le Nafion (5 % en masse dans 
un mélange d'alcools aliphatiques et d'eau contenant 15-20 % H2O), le formaldéhyde (réactif ACS, 37 
% en poids dans H2O et contenant 10-15 % de méthanol en tant que stabilisant), le paraformaldéhyde 
(solide, 95 %), les pastilles de NaOH (>98 %), le n-butanol (>99,7 %), le n-pentanol (>99 %), 
l’acétaldéhyde (>99,5 %), le propionaldéhyde (>97 %), le butyraldéhyde (>99 %) et le 
poly(hydrochlorure d'allylamine) (PAH) dans l’eau ont été fournis par Sigma-Aldrich. L’éthanol (99,7 
%) et le méthanol (99,8 %) provenaient de Carlo Erba. Les autres réactifs sont ceux déjà décrits dans le 
chapitre II. 
IV.2.2  Préparation des solutions 
 Toutes les solutions aqueuses ont été préparées dans de l'eau ultrapure (résistivité >18 M?.cm). 
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La solution commerciale de Nafion a été diluée à 1 % (v/v) avec de l'eau ultra-pure, puis 
neutralisée avec une solution de NaOH 1 M pour obtenir un pH final entre 7 et 9. 
Une solution mère de formaldéhyde (2 M) a été préparée par hydrolyse du paraformaldéhyde. 
Pour cela, 0,3 g du polymère ont été suspendus dans 5 mL d’eau ultrapure contenant 30 μL de NaOH 1 
M et le mélange a été maintenu pendant 4 h à 65°C jusqu’à ce que la solution devienne limpide. La 
concentration en formaldéhyde a été contrôlée par titrimétrie après réaction avec le sulfite. La solution, 
gardée à 4°C pendant au plus une semaine, a été utilisée pour la préparation des solutions étalons par 
dilution dans le tampon phosphate 5 mM pH 7. 
 Toutes les autres solutions mères destinées à l’analyse ont également été préparées dans du 
tampon phosphate 5 mM (pH 7) et conservées à 4°C jusqu'à utilisation. 
  
IV.2.3 Construction du biocapteur 
Les microélectrodes interdigitées utilisées sont celles produites à l’IPSL et la mesure a été 
réalisée en mode différentiel, comme décrit précédemment.  
IV.2.3.1 Sans nanoparticules d’or  
Le protocole de modification des électrodes est similaire à celui décrit précédemment, la 
biomembrane active contenant 5 % (m/v) de BSA, 10 % (m/v) de glycérol, 15 % (m/v) de pFDH et 6,5 
% (m/v) de cofacteur NAD+, la membrane de référence étant quant à elle constituée de 20 % (m/v) de 
BSA, 10 % (m/v) de glycérol et 6,5 % (m/v) de NAD+.  
Après dépôt de la solution enzymatique et de la solution de référence sur les zones sensibles du 
transducteur, le capteur a été laissés sécher pendant 30 minutes avant de réaliser la procédure 
d’immobilisation. Trois modes différents d'immobilisation ont été testés (Fig.IV.2). Dans le premier 
(Fig.IV.2 b), 0,3 μL de la solution aqueuse de Nafion à 1 % ont été déposés sur les électrodes de 
référence et de travail et laissé sécher 1 h à température ambiante. Dans le second cas (Fig.IV.2 a), les 
deux paires d'électrodes ont été placées pendant 30 min dans une atmosphère saturée de vapeurs de 
GA. Après exposition, les membranes ont été mises à sécher à température ambiante pendant 1 h pour 
terminer la réaction de réticulation. Dans la dernière méthode (Fig.IV.2 c), la membrane enzymatique a 
été recouverte par 0,3 μL de solution de Nafion à 1 % après co-réticulation et les capteurs ont été 
séchés à température ambiante pendant 1 h.  
 Quelle que soit la méthode utilisée, les électrodes ont été stockées à sec à 4° C après 
préparation, reconditionnées dans du tampon phosphate 5 mM pH 7 pendant 30 min avant la première 
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mesure et ensuite stockées à 4°C dans du tampon phosphate 20 mM pH 7 à la fin de chaque série de 
manipulations.  
Fig.IV.2 : Représentation schématique des trois modes d'immobilisation sur les surfaces des électrodes  
Immobilisation par (a) réticulation avec des vapeurs de GA, (b) piégeage sous une membrane de Nafion, (c) la combinaison des deux 
méthodes
IV.2.3.2 Avec nanoparticules d’or 
 Les nanoparticules d’or de diamètre 23±5 nm (1 % en masse dans une solution de citrate 3 
mM) ont été synthétisées au Laboratoire Hubert Curien, Université Jean Monnet de Saint-Etienne. 100 
μL de cette solution ont été prélevés puis les nanoparticules ont été récupérées par centrifugation 
pendant 20 min à 10000 tr/min à l’aide d’une centrifugeuse 2–6 K SIGMA de Fisher Bioblock 
Scientific. Elles ont ensuite été redispersées dans 100 μL d’une solution aqueuse à 5 mg.mL-1 de PAH 
sous agitation mécanique pendant 15 min. Les nanoparticules d'or recouvertes de PAH (Fig.IV.3) ont 
finalement été récupérées par centrifugation (10000 tr/min, 30 min) et mélangées à 10 μL de la 
solution de pFDH à 15 % (m/v) ou de la solution de référence préparées selon la méthode décrite dans 
le paragraphe précédent. Le reste du protocole est identique à celui utilisé pour la fabrication des 
biocapteurs sans nanoparticules, le troisième mode d’immobilisation (réticulation suivie de l’ajout de 
la membrane de Nafion) ayant été choisi.  
Fig.IV.3 : Schéma de fixation  de la pFDH sur les nanoparticules 
  
IV.2.4  Mesures électrochimiques 
 Les mesures conductimétriques ont été réalisées dans 5 mL de tampon phosphate 5 mM pH 7 
dans lequel ont été ajoutés 50 μL d’une solution à 2 mM de cofacteur NAD+. Une fois la stabilisation 
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du signal obtenue, 5 à 120 μL de solutions concentrées de formaldéhyde ou de mélanges équimolaires 
de formaldéhyde et de substance interférente (alcools et aldéhydes) ont été ajoutés. L’influence de 
différents paramètres (méthode d'immobilisation, temps de réticulation, quantité d'enzyme, de 
cofacteur, épaisseur de la membrane Nafion ou concentration en formaldéhyde ...) sur la réponse du 
biocapteur a été étudiée. Les vitesses initiales de réaction ont également été calculées à partir des 30 
premières secondes de la réponse du biocapteur (portion linéaire). Les mesures ont été effectuées à 23
± 2 °C comme décrit dans le chapitre II. 
 Les mesures par spectroscopie d’impédance électrochimique ont également été effectuées dans 
le tampon phosphate 5 mM pH 7 en utilisant l’analyseur VoltaLab 80 équipé d’un potentiostat PGZ 
402 et contrôlé par le logiciel Volta Master 4.0 (Radiometer Analytical, France). Pour les mesures 
d’admittance, cet appareil sert à la fois à générer le signal sinusoïdal avec l’amplitude et la fréquence 
désirées et à extraire les parties réelles et imaginaires de l’admittance du système étudié. Les mesures 
d’admittance ont été réalisées dans une gamme de fréquences allant de 100 mHz à 100 kHz et une 
amplitude de 10 mV. Le balayage en fréquence a été répété plusieurs fois jusqu'à ce que deux courbes 
consécutives soient superposées.  
IV.2.5  Mesure des paramètres cinétiques de la pFDH par la méthode du pH-stat 
Le matériel utilisé est un système comprenant un pH-mètre PHM82, un titrateur TTT80, une 
autoburette ABU80, une cellule de mesure avec agitation mécanique et un enregistreur REC80 
Servograph (Radiometer Analytical, France). 
IV.3 Résultats et discussion 
IV.3.1 Choix de la méthode d'immobilisation  
 Dans cette étude, quatre modes d'immobilisation de la pFDH ont été évalués :  
? la membrane enzymatique est déposée sur le transducteur et recouverte de Nafion, 
? l’enzyme est réticulée à l’aide de glutaraldéhyde, 
? l’enzyme est réticulée puis recouverte de Nafion, 
? l’enzyme est fixée sur des nanoparticules d’or déposées sur l’électrode, réticulée et recouverte de 
Nafion. 
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 Chaque protocole a été répété sur deux capteurs et les huit biocapteurs ont été testés à 10 mM 
de formaldéhyde, le cofacteur étant dans tous les cas co-immobilisé avec l’enzyme dans la 
biomembrane. La concentration de pFDH était de 15 % (soit 0,045 mg d’enzyme déposée). 
IV.3.1.1 Résultats en absence de nanoparticules d’or 
Aucune variation de conductance n’a pu être détectée lorsque la membrane enzymatique était 
simplement déposée sur l’électrode et directement recouverte de Nafion (données non présentées). 
Nous avons vérifié que ce résultat ne provenait pas du relargage de l’enzyme en solution suite au 
décrochage de la membrane. Il est donc vraisemblable qu’une forte baisse de l’activité catalytique de 
l’enzyme soit à l’origine de la perte de signal. La forte densité des groupements sulfonates présente au 
niveau du Nafion permet l’interaction du polymère avec les régions de la protéine porteuses de 
groupements cationiques. On peut donc supposer, d’après les résultats obtenus, que ces interactions de 
type électrostatique entraînent une modification de la conformation de l’enzyme, en particulier au 
niveau de son site catalytique, induisant une perte significative d'activité. De manière très similaire, 
Paulikova et al.33, 34 ont rapporté l’existence d’interactions électrostatiques entre l’alcool 
déshydrogénase et des polysaccharides sulfatés tels que l’héparine, le sulfate de dextrane ou le sulfate 
de pentosane. Ces interactions, à l’origine d’une diminution de l’activité enzymatique, ont lieu 
principalement au niveau du site catalytique, mais d’autres domaines de l’enzyme semblent également 
pouvoir être concernés33. Ces mêmes auteurs ont montré que cette association pouvait par ailleurs 
permettre de limiter la dénaturation thermique de l’enzyme34. Ce changement de conformation, même 
s’il existe certainement aussi dans le cas de l’uréase, ne semble pas affecter trop sensiblement son site 
catalytique puisqu’une étude réalisée en vue du développement d’un biocapteur conductimétrique pour 
la détection de l’urée a montré que parmi les trois méthodes proposées pour immobiliser cette enzyme 
(réticulation avec GA, piégeage dans un gel de gélatine et piégeage dans du Nafion), l’immobilisation 
par le Nafion permettait de réaliser le meilleur compromis entre sensibilité et stabilité du capteur35.   
Ainsi que nous l’avons vu dans le chapitre bibliographique, la pFDH est une déshydrogénase de 
structure tétramérique. La réaction d’oxydation du formaldéhyde conduit à la production de protons 
qui s’accumulent au niveau de la membrane de Nafion et provoquent une diminution locale du pH. 
L’activité des déshydrogénases en milieu acide est souvent limitée du fait de la dissociation des sous-
unités36. La fixation de l’enzyme sur/dans un support37, 38 ou son aggrégation39, suivie de sa 
réticulation permet généralement de stabiliser la protéine par rigidification de sa structure40.  
Ainsi que le montre la figure IV.4, la réponse du biocapteur observée lorsque l’enzyme est 
réticulée et recouverte ou non de Nafion, est importante, confirmant l’effet bénéfique de l’étape de 
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réticulation. La réponse est deux fois plus forte en présence qu’en absence de Nafion. Par contre, le 
signal ne met que 25 min pour se stabiliser en absence de Nafion alors qu’il est nécessaire d’attendre 
deux fois plus de temps en présence de la membrane. La limite de détection n’est par ailleurs pas 
améliorée puisque le bruit de fond est également doublé. L’augmentation de la sensibilité du 
biocapteur peut s’expliquer par la production de protons lors de la réaction enzymatique. Ces ions 
présentent une forte conductivité et vont être retenus au niveau de la membrane, provoquant une 
augmentation significative de la conductance locale, et donc du signal du biocapteur. Par contre, le 
Nafion crée une barrière diffusionnelle supplémentaire à l’origine de l’augmentation du temps 
nécessaire pour atteindre l’équilibre entre les ions générés dans la biomembrane et ceux de 
l’électrolyte. Des résultats similaires ont été obtenus par Soldatkin et al 41 qui ont utilisé le même 
transducteur mais la glucose oxydase à la place de la pFDH.  
Compte tenu des résultats obtenus, le troisième mode d’immobilisation combinant réticulation 
et utilisation de Nafion a donc été préféré afin d’obtenir la meilleure sensibilité.  
Fig.IV.4.: Influence du mode d'immobilisation de l’enzyme sur le signal du biocapteur. Réticulation 30 min à l’aide de vapeurs de GA  
sans (a) et avec un revêtement de Nafion (b). 0,045 mg de pFDH et  13 μg NAD+ co-immobilisés dans la biomembrane  - [HCHO = 10 
mM dans du tampon phosphate 5 mM, pH 7, sans ajout supplémentaire de cofacteur en solution, T = 23±2°C
IV.3.1.2 Résultats en présence de nanoparticules d’or 
Nous avons essayé d’améliorer encore cette limite de détection en immobilisant l’enzyme, non 
plus directement sur le transducteur, mais sur des nanoparticules d’or déposées ensuite sur l’électrode, 
les étapes suivantes de réticulation et d’ajout du Nafion n’étant pas modifiées. Malheureusement, le 
signal conductimétrique a été divisé par un facteur 2 par rapport à celui obtenu précédemment. Les 
expériences suivantes ont donc été menées en absence de nanoparticules d’or. 
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IV.3.2 Optimisation des paramètres liés à l’enzyme et à son co-facteur  
Afin de maximiser les performances du biocapteur, d'autres paramètres affectant la réaction 
enzymatique, tels que la quantité d’enzyme, la concentration et le mode d'introduction du NAD+, ont 
également été optimisés. 
IV.3.2.1 Quantité d’enzyme  
L'influence de la quantité de pFDH sur la pente initiale de la réponse du biocapteur ainsi que 
sur le signal à l’équilibre a été étudiée dans la gamme 0,015-0,045 mg en faisant varier de 0,1 à 0,3 μL 
le volume de solution enzymatique à 15 % (m/v) de pFDH déposée sur l’électrode. La concentration de 
pFDH a dû être limitée à 15 % afin d’éviter sa précipitation. De la même manière, le volume maximal 
des dépôts a été de 0,3 μL en raison des faibles dimensions des parties sensibles des capteurs. Deux 
capteurs ont été préparés pour chaque quantité d'enzyme.  
Comme le montre la figure IV.5, la vitesse initiale de réaction ainsi que la variation de 
conductance à l’équilibre obtenue pour 10 mM de formaldéhyde augmentent de manière quasi linéaire 
avec la quantité de pFDH. Le rapport signal/bruit est également fortement amélioré puisqu’il est de 
159 pour 0,015 mg d’enzyme et passe à 576 pour 0,030 mg puis atteint 1187 pour 0,045 mg. Il semble 
qu’aucun problème d’accessibilité ou de fonctionnement de l’enzyme liée à un phénomène 
d’encombrement ne se produise, même au niveau de concentration le plus élevé. De même, 
contrairement à ce qui avait été observé avec l’AOX (chapitre II), l’utilisation d’une forte quantité 
d’enzyme n’a pas provoqué de décollement de la membrane, ceci provenant vraisemblablement de la 
présence d’une couche couvrante de Nafion. Il a donc été décidé d'opérer avec 0,045 mg d’enzyme 
dans les expériences ultérieures.
              
Fig.IV.5 : Influence de la quantité de pFDH sur le signal du biocapteur et sur la pente initiale de la réponse du biocapteur. 
pFDH et NAD+ co-immobilisés dans la biomembrane - [HCHO] = 10 mM dans du tampon phosphate 5 mM, pH 7, sans ajout 
supplémentaire de cofacteur en solution,T = 23 ± 2°C 
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IV.3.2.2 Paramètres liés au co-facteur 
Toutes les expériences précédentes ont été réalisées en co-immobilisant de fortes quantités de 
NAD+ avec la pFDH, comme proposé dans les références 18 et 25. Le cofacteur n’a été ni régénéré, ni 
ajouté en solution. Cependant, dans ces conditions, une décroissance rapide du signal du biocapteur est 
observé (Fig.IV.6 a). 50 % du signal est perdu après la première mesure, 80 % après la deuxième, ce 
que nous pouvons attribuer à un relargage de NAD+ à travers la membrane de Nafion. Par contre, la 
figure IV.6 b montre que l’ajout de 20 μM de cofacteur à chaque mesure permet de maintenir le signal 
pratiquement constant après 8 mesures effectuées sur une période de 12 jours. Aucun changement 
significatif de l’intensité du signal n’a pu être observé par augmentation de la concentration de NAD+
de 20 à 80 μM, que ce soit pour l’analyse de 5 mM ou de 110 mM de formaldéhyde. La valeur de 20 
μM de NAD+ a donc été considérée comme optimale pour la suite de notre étude.  
                                     
Fig.IV.6 : Effet de l’ajout supplémentaire de 20 μM  deNAD+ dans la solution de mesure sur la stabilité du signal du biocapteur. 
0,045 mg de pFDH et 13 μg NAD+ co-immobilisés dans la biomembrane 
 [HCHO] = 10 mM dans du tampon phosphate 5 mM, pH 7, T = 23 ± 2°C 
IV.3.3 Optimisation des paramètres d’immobilisation
IV.3.3.1 Paramètres de réticulation de la membrane enzymatique  
Trois biocapteurs ont tout d’abord été préparés en faisant varier le temps d'exposition aux 
vapeurs de GA à 10, 15 et 30 min. L’évolution de la réponse des biocapteurs à été suivie sur une 
période de 24 jours. Les mesures ont été réalisées pour une concentration de 10 mM de formaldéhyde 
et 20 μM de NAD+ ont été ajoutés en solution à chaque mesure.  
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Comme on peut le voir sur la figure IV.7, le signal le plus faible est obtenu pour le plus petit 
temps de réticulation (10 min), ce qui peut être attribué à un relargage de l’enzyme lié à un temps de 
réticulation insuffisant. La réponse du biocapteur augmente lorsque le temps de réticulation passe à 15 
min, mais l’instabilité du signal également. Dans ce cas, la structure du réseau polymérique est plus 
dense, ce qui limite la libération de la pFDH, mais les enzymes immobilisées au sein de la matrice 
restent encore suffisamment flexibles pour subir des changements conformationnels irréversibles au 
cours des mesures successives, ce qui provoque une inactivation progressive, et donc une diminution 
du signal du biocapteur avec le temps. En augmentant encore le temps d’exposition, donc le taux de 
réticulation, l’enzyme devient moins flexible tout en demeurant active. Le signal initial et sa stabilité 
dans le temps sont maximaux. Nous avons donc sélectionné un temps de réticulation de 30 min pour 
les expériences suivantes. Un temps de réaction optimal de 5 min avait été obtenu pour la réticulation 
de l’acétylcholinesterase à 37°C 35,42.  
Fig.IV.7: Influence du temps de réticulation sur la stabilité du biocapteur et sur le signal (insert).  
0,045 mg de pFDH et 13 μg NAD+ co-immobilisés dans la biomembrane  et la membrane Nafion 
[HCHO] = 10 mM dans du tampon phosphate 5 mM, pH 7, T = 23 ± 2°C 
IV.3.3.2 Optimisation de l’épaisseur de la membrane Nafion      
 Dans les expériences suivantes, quatre biocapteurs ont été préparés par dépôt de la solution 
enzymatique, en faisant varier cette fois le volume de solution de Nafion 1 % déposé après réticulation 
(0,1 ; 0,2 ; 0,3 et 0,4 μL). Les différentes étapes de l’élaboration des capteurs ont été caractérisées par 
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spectroscopie d’impédance électrochimique et la réponse conductimétrique du biocapteur a été 
mesurée pour une concentration de 2 mM en formaldéhyde. 
Ainsi que le montre la figure IV.8, une augmentation de l’admittance interfaciale est observée 
après chaque étape de fabrication du biocapteur, ce que l’on peut expliquer par l’ajout d’espèces 
chargées (enzyme, NAD+ et Nafion). Les variations de la partie réelle de l’admittance mesurée à 40 
kHz augmentent également avec le volume de la solution de Nafion et décroissent au-delà de 0,3 μL 
(Fig. IV.9), indiquant que les propriétés conductrices de la membrane sont maximales pour un dépôt de 
0,3 μL et qu’au-delà la résistance à la diffusion l’emporte sur la capacité de conductance du biofilm.
Fig.IV.8 : Influence des modifications d'électrode sur les diagrammes d'admittance de Nyquist. Potentiel appliqué: 10 mV, gamme de 
fréquence balayée: 100 mHz - 100 kHz. Mesure en tampon phosphate 5 mM, pH 7 
Fig.IV.9 : Influence de l'épaisseur de la membrane Nafion sur la partie réelle de l'admittance à 40 kHz. Potentiel appliqué: 10 mV. 
Mesure en tampon phosphate 5 mM, pH 7 
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 Les mêmes capteurs ont été ensuite mesurés par conductimétrie afin d’évaluer l’influence de 
l’épaisseur du film de Nafion sur leur temps de réponse et sur la variation de conductance à l’équilibre. 
En examinant la figure IV.10, on peut remarquer que la variation de conductance augmente avec le 
volume déposé jusqu’à 0,3 μL. Ce résultat peut s'expliquer par l’accumulation croissante de protons 
produits par la réaction enzymatique au sein de la membrane. Par contre, la diffusion des ions à travers 
la membrane, et donc le temps de réponse, n’est pas fortement affectée par l’épaisseur de la membrane 
dans le domaine étudié. 
Fig.IV.10 : Effet de l'épaisseur de la membrane Nafion sur le signal du biocapteur (?)  et sur le temps de réponse (?). 
0,045 mg de pFDH et  13 μg NAD+ co-immobilisés dans la biomembrane  par réticulation (vapeur de GA, 30 min) 
[HCHO] = 2 mM - 20 μM NAD+ ajouté dans la solution de tampon phosphate 5 mM, pH 7, T = 23 ± 2°C 
                        
IV.3.4. Optimisation des paramètres de mesure 
IV.3.4.1 Pouvoir tampon et force ionique 
 Dans cette étude, nous avons fait varier la force ionique de deux manières, la première en 
ajoutant des concentrations croissantes en NaCl (5 à 120 mM) au milieu de mesure constitué de 
tampon phosphate 5 mM pH 7, la deuxième en augmentant la concentration du tampon phosphate de 2 
à 100 mM, ce qui a pour conséquence d’augmenter également le pouvoir tampon du milieu.  
 Comme le montre la figure IV.11, une forte diminution de la réponse du biocapteur a été 
observée pour des concentrations croissantes en sel ou en tampon, que la membrane de Nafion soit 
ajoutée ou non. La chute est cependant légèrement moins prononcée en présence qu’en absence de 
Nafion (Fig.1V.11b). Ces résultats sont cohérents avec ceux obtenus dans d'autres études menées sur 
des biocapteurs enzymatiques conductimétriques 41, 43, 44. Ils peuvent être attribués en partie à la baisse 
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d’efficacité de transduction liée à l’augmentation de conductance (polarisation des électrodes). Par 
ailleurs, les ions phosphates, en s’associant aux protons générés à la surface de l’électrode, facilitent 
leur transport de la membrane vers la solution. La concentration locale en ions H+ diminue donc 
lorsque la concentration en tampon augmente, conduisant à une décroissance du signal 
conductimétrique. L’ajout de la membrane de Nafion chargée négativement crée une barrière à la 
diffusion des ions phosphates et chlorures, réduisant le mécanisme de transport par les ions phosphates 
et favorisant la diffusion des protons vers la solution par échange avec les ions Na+. L’augmentation de 
la concentration en NaCl en présence de Nafion résulte donc en un flux de protons plus élevé et donc 
en une baisse du signal conductimétrique, mais dans une moindre mesure qu’en absence de Nafion.  
Le signal le plus élevé est donc obtenu en présence de Nafion et à la plus faible des 
concentrations en ions phosphates testée (2 mM). Néanmoins, la sensibilité aux faibles variations de 
conductivité est plus forte, ce qui diminue la répétabilité des mesures. Une concentration en tampon de 
5 mM a donc été considérée comme optimale pour obtenir le meilleur compromis entre sensibilité et 
reproductibilité.  
Fig.IV.11: Influence sur la réponse du biocapteur de la concentration en tampon (a) ou de NaCl (b) en présence (?) et en absence (?) 
de membrane Nafion. 0,045 mg de pFDH et 13 μg NAD+ co-immobilisés dans la biomembrane par réticulation (GA vapeur, 30 min). 
[HCHO] = 2 mM - 20 μM NAD+ ajoutés dans le tampon phosphate 5 mM, pH 7, T = 23 ± 2°C 
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IV.3.4.2 pH 
Afin de déterminer le pH optimal de mesure, nous avons construit trois biocapteurs et étudié 
l’évolution de leur réponse à 5 mM de formaldéhyde dans une gamme de pH allant de 5 à 9. Ainsi que 
le montre la figure IV.12, le signal le plus intense a été obtenu pour une valeur de pH de 7,1, 
relativement proche du pH optimum de fonctionnement de l’enzyme rapporté dans la littérature (7,8 45
ou 8,9 46). La différence peut être liée à une modification de la conformation de l’enzyme suite à son 
immobilisation et/ou à une modification de la force ionique accompagnant les variations de pH.
Fig.IV.12 : influence du pH sur le signal du biocapteur conductimétrique  
0,045 mg de pFDH et 13 μg NAD+ co-immobilisés dans la biomembrane par réticulation (vapeur de GA, 30 min)  
[HCHO] = 5mM - 20 μM de NAD+ ajoutés dans le tampon phosphate 5 mM,, T = 23°C ± 2°C 
IV.3.5 Caractéristiques analytiques du biocapteur conductimétrique
  
 Les caractéristiques analytiques du biocapteur conductimétrique ont ensuite été évaluées dans 
les conditions optimales définies précédemment en utilisant 14 solutions étalons dans la gamme de 
concentrations comprises entre 0,06 et 140 mM. Trois répliques ont été effectuées à chaque niveau de 
concentration.  
 Comme on le voit sur la figure IV.12, la réponse du biocapteur est linéaire jusqu'à 10 mM de 
formaldéhyde et augmente ensuite progressivement pour atteindre un plateau à environ 150 mM. Le 
coefficient de corrélation et la sensibilité sont respectivement de 0,998 et 46 ?S.mM-1. La limite de 
détection, calculée comme étant la concentration conduisant à un signal égal à trois fois le rapport 
signal sur bruit est de 18 μM, correspondant à une concentration atmosphérique de 3 ppb 47. Cette 
valeur est bien inférieure à la limite de la perception olfactive par les humains (0,5 à 0,83 ppm) ainsi 
qu’à la limite maximale d’exposition à court terme (30 minutes) de 100 ppb pour la qualité de l'air 
intérieur recommandée par l'Organisation Mondiale de la Santé. Cette valeur est par ailleurs inférieure 
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à celles rapportées dans la littérature pour les biocapteurs potentiométriques ou conductimétriques 
(Tableau IV.3). 
                              
Fig.IV.13: Droite d'étalonnage du biocapteur conductimétrique mesurée dans les conditions optimales. 
0,045 mg de pFDH et 13 μg NAD+ co-immobilisés dans la biomembrane par réticulation ( vapeur de GA, 30 min). Membrane Nafion  
20 μM de NAD+ ajoutés dans le tampon phosphate 5 mM pH 7, T =  23±2°C 
La reproductibilité à court terme du biocapteur a été évaluée à 3 concentrations dans le 
domaine 1-10 mM. Le coefficient de variation calculé à partir de cinq mesures consécutives réalisées 
le même jour avec le même capteur est inférieur à 5 % dans le domaine de concentrations évalué (voir 
Fig.IV.14 pour les valeurs obtenues à 5 mM de formaldéhyde).  
   
Fig.IV.14 : Reproductibilité à court-terme de la réponse du biocapteur. 
0,045 mg de pFDH et 13 μg NAD+ co-immobilisés dans la biomembrane   
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Afin de tester la stabilité de stockage, un capteur a été mesuré 2 à 3 fois par semaine pendant 24 
jours et gardé à 4°C dans un tampon phosphate 20 mM pH 7 entre deux mesures. Ainsi que nous 
l’avons déjà vu précédemment, la réponse du biocapteur est restée stable pendant 12 jours (Fig.IV.6).  
Nous voyons par contre (Fig.IV.7) que sa réponse décroît par la suite, 65 % de la valeur initiale étant 
retrouvée après 24 jours de stockage.  
IV.3.6 Application à des échantillons réels 
 Le biocapteur a ensuite été utilisé pour la détermination du formaldéhyde dans des échantillons 
d’eau dopés. Au préalable, une étude d'interférence a été effectuée, en visant deux types 
d’interférents potentiels : les alcools aliphatiques à chaînes courtes et les aldéhydes. Le méthanol est 
utilisé comme stabilisateur dans la solution de formaldéhyde commercialisée par Sigma. D’après les 
travaux d’Ogushi et al 46, il semble que la pFDH libre n’ait aucune activité catalytique vis-à-vis du 
méthanol. Cependant, la sélectivité de l’enzyme pouvant être modifiée après immobilisation, nous 
avons testé sa réponse vis-à-vis du méthanol et de différents autres alcools : l'éthanol (EtOH), le n-
butanol (BuOH) et le n-pentanol (PenOH). Par ailleurs, l’activité de la pFDH libre vis-à-vis d’autres 
aldéhydes tels que l’acétaldéhyde, le propionaldéhyde et le butyraldéhyde a été étudiée.
 Comme attendu, aucun signal n'a été observé pour les alcools utilisés comme seul substrat à 
une concentration de 10 mM. De même, le signal du biocapteur obtenu pour une concentration de 10 
mM en formaldéhyde n’est pas modifié par ajout de la même concentration molaire en alcool 
(Fig.IV.15).  
                        
Fig.IV.15: Etude d’interférences avec différents alcools primaires à chaîne linéaire (méthanol à pentanol). 
[HCHO] = [Alcool] = 10 mM dans le tampon phosphate 5 mM pH 7  
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Par contre, les mesures réalisées en présence des différents aldéhydes seuls, à une concentration 
de 10 mM, révèlent une perte de sélectivité du biocapteur. Ainsi que le montre la Fig.IV.16, les 
variations de conductance obtenues pour le propionaldéhyde et le butyraldéhyde sont du même ordre 
de grandeur que celle enregistrée pour le formaldéhyde tandis qu’en présence d’acétaldéhyde, cette 
variation est 3 fois plus importante.  
Fig.IV.16: Comparaison des réponses  du biocapteur à pFDH vis-à-vis de différents aldéhydes.  
[Aldéhyde] = 10 mM dans tampon phosphate 5 mM pH 7 
                             
Ces résultats ne sont pas en accord avec d’autres études, par exemple celles de Bareket et al 23, 
Kudo et al 49 et Mitsubayashi et al 50 dans lesquelles les réponses des biocapteurs à pFDH développés 
ne présentent aucun signal ou des signaux très faibles pour l’acétaldéhyde. Cependant, les résultats 
rapportés dans la littérature visent à déterminer la concentration en aldéhyde sous forme de vapeurs 49, 
50 ou en solution mais après diffusion dans le milieu de mesure de ces aldéhydes issus de l’hydrolyse 
cellulaire de précurseurs23. La diffusion des aldéhydes dans le milieu réactionnel, leur interaction avec 
la pFDH et finalement la grandeur du signal mesuré peuvent être différentes. Il est également difficile 
de comparer les résultats obtenus par des méthodes de détection différentes. En l’occurrence, elles sont 
basées sur des mesures ampérométriques23, 50 ou de fluorescence du NADH 49. 
Afin de vérifier les caractéristiques de l’enzyme utilisée dans notre travail, nous avons procédé 
à des expériences sur l’enzyme libre. L’activité de la pFDH peut être suivie par la méthode du pH-stat. 
En effet, la réaction d’oxydation de l’aldéhyde libère des espèces acides qui peuvent être titrées par 
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une base forte. L’addition de titrant permet de maintenir le pH du milieu réactionnel (non tamponné), 
d’où le terme de pH-stat.  
Lorsqu’on laisse la réaction enzymatique se dérouler jusqu’à épuisement du substrat, on 
constate que l’oxydation du formaldéhyde, catalysée par la pFDH, conduit à l’addition de 2 moles de 
OH- par mole de formaldéhyde. Ceci correspond bien à la neutralisation des 2 ions H+ produits par la 
réaction enzymatique (Eq. I.53 p. 56).
L’étude réalisée en présence de concentrations croissantes d’aldéhyde a permis de déterminer 
les paramètres cinétiques de la pFDH vis-à-vis du formaldéhyde et de l’acétaldéhyde (Tableau IV.4). 
Par contre, aucune activité n’a pu être mise en évidence pour les aldéhydes à plus longue chaîne, le 
propionaldéhyde et le n-butyraldéhyde. 
Paramètres cinétiques Formaldéhyde Acétaldéhyde Propionaldéhyde n-Butyraldéhyde 
KM (mM) 0,1 3,5 - - 
VM (μmol.min-1.mg-1) 0,62 0,45 - - 
Vi (nmol OH-/min) 23,1 4,7 - - 
Tableau.IV.4: Paramètres cinétiques (VM et KM) de la pFDH pour HCHO et CH3CHO par mesures de pH-stat.  
0,020 mg de pFDH et 4 mg de NAD+ dans 3 mL de solution de NaCl 20 mM, pH 7,5 – titrage par NaOH 4 mM 
[HCHO] = 0,25-0,95 mM – [CH3CHO] = 0,95- 8,6 mM – [CH3CH2CHO] =[CH3(CH2)2CHO] = 0,95 et 2,9 mM 
Vi : vitesse initiale déterminée pour [aldéhyde] = 1 mM 
La pFDH a une affinité 35 fois plus élevée pour le formaldéhyde que pour l’acétaldéhyde alors 
que les valeurs des vitesses maximales sont voisines. Lorsqu’ils sont présents à la concentration de 
0,95 mM, la vitesse initiale d’oxydation du formaldéhyde est 5 fois plus forte que celle de 
l’acétaldéhyde. Ces résultats sont en accord avec d’autres travaux 45 conduits avec l’enzyme libre qui 
font état d’un rapport de 2 en faveur du formaldéhyde pour une concentration de substrat de 50 mM, 
cette concentration est plus favorable à l’oxydation de l’acétaldéhyde car bien supérieure au KM.  
 Notre travail réalisé avec l’enzyme immobilisée donne des résultats inverses de ceux obtenus 
avec l’enzyme libre, la réponse avec l’acétaldéhyde étant alors 3 fois plus supérieure à celle obtenue 
avec le formaldéhyde. Comme il a été démontré par ailleurs, ceci pourrait s’expliquer par une 
modification de la spécificité de substrat du fait de l’immobilisation de l’enzyme. 
Toutes les études réalisées avec la pFDH en solution indiquent que l’affinité et l’activité 
catalytique de l’enzyme diminuent avec la longueur de la chaîne carbonée de l’aldéhyde (Tableau 
IV.5). 
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Paramètres cinétiques Formaldéhyde Acétaldéhyde Propionaldéhyde n-Butyraldéhyde Réf. 
0,1 3,5 - - ce travail
0,067 16   45 
0,090 5,8 47 - 46 
0,35     51 
0,25    52 
KM (mM) 
0,37    53 
0,62 0,45 - - ce travail
10    45 VM (μmol.min-1.mg-1) 
5,92 1,54 0,09 - 46 
Tableau.IV.5: Paramètres cinétiques (VM et KM) de la pFDH pour les aldéhydes
Afin de déterminer le rôle éventuel du Nafion, un biocapteur à pFDH sans membrane Nafion a 
été construit et testé avec les deux aldéhydes (HCHO et CH3CHO), mais à plus faible concentration (4 
mM). Comme le montre la figure IV.17, la même tendance est observée, mais la réponse obtenue pour 
l’acétaldéhyde est cette fois 5 fois plus importante que celle mesurée pour le formaldéhyde. L’étape 
d’immobilisation avec la vapeur de GA affecte donc, comme dans le cas de l’AOX et de la LODP, les 
propriétés catalytiques de la pFDH. Cependant, on observe dans ce cas une inversion de sélectivité que 
l’ajout de la membrane de Nafion semble atténuer. La valeur de KM apparent calculée à partir des 
vitesses initiales de réponse du biocapteur est de 19 mM, nettement supérieure à celle mesurée ou 
publiée, ce qui peut aller dans le sens d’une perte d’affinité de l’enzyme pour le formaldéhyde.  
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Fig.IV.17: Réponses du biocapteur à pFDH sans membrane Nafion vis-à-vis du formaldéhyde et de l’acétaldéhyde.  
[Aldéhyde] = 4 mM dans tampon phosphate 5 mM pH 7  
Afin de mettre en évidence d’éventuels effets de matrice, des tests de recouvrement ont ensuite 
été réalisés sur deux échantillons d’eau (eau du robinet et eau du Rhône) dopés à différentes 
concentrations en formaldéhyde et passés sur des cartouches échangeuses d’ions Chromabond afin 
d’échanger les ions majeurs avec des H+ et des OH-. Ensuite, les solutions ont été analysées par le 
capteur conductimétrique à base de pFDH en injectant 20 μL dans la cellule de mesure et en calculant 
les concentrations à partir de la courbe d’étalonnage déterminées précédemment dans le tampon 
phosphate. Trois mesures ont été réalisées pour chaque échantillon. Nous n’avons pu détecter de 
formaldéhyde dans l’échantillon non dopé tandis que d’excellents taux de recouvrement (95-110 %) 
ont été obtenus pour les échantillons dopés (Tableau IV.6), démontrant l’absence d’effet de matrice. 
Echantillon Ajouté (mM) Trouvé (mM) Recouvrement (%) 























Tableau.IV.6: Analyse des échantillons d’eaux dopés avec le formaldéhyde 
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IV.4. Conclusion 
Dans cette partie, nous avons développé un nouveau biocapteur à base de formaldéhyde 
déshydrogénase pour la détection conductimétrique du formaldéhyde en milieu aqueux. Quatre modes 
d’immobilisation ont été évalués, à savoir une réticulation de l’enzyme par des vapeurs de 
glutaraldéhyde, la rétention par une membrane de Nafion, une combinaison de ces deux modes, et une 
fixation de l’enzyme sur des nanoparticules d’or suivie de sa réticulation et de l’ajout de Nafion. Le 
troisième protocole s’est avéré être le plus efficace. La membrane de Nafion s’est révélée être capable 
de concentrer le cofacteur NAD+ à proximité de la pFDH, induisant ainsi une augmentation 
significative de la concentration locale en protons, et donc une amélioration du signal 
conductimétrique. Dans les conditions optimales de mesure (tampon phosphate 5 mM, pH 7), le 
biocapteur permet de détecter jusqu’à 18 μM de formaldéhyde, correspondant à une concentration 
atmosphérique de 3 ppb. Le signal est linéaire jusqu’à 10 mM et s’est avéré stable pendant 12 jours 
lorsque le capteur a été stocké à 4°C dans du tampon phosphate 20 mM. Toutefois, on retrouve, 
comme pour les biocapteurs précédents, un problème d’interférence avec les aldéhydes, probablement 
causé par le changement de conformation de l’enzyme après immobilisation. Par contre, de très bons 
taux de recouvrement ont été obtenus sur des échantillons d’eau de robinet et d’eau de rivière ne 
contenant pas d’aldéhyde et dopés à différentes concentrations en formaldéhyde.  
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CONCLUSIONS ET PERSPECTIVES  
  
 Dans ce travail, nous nous sommes intéressés au développement de biocapteurs 
électrochimiques à base d’enzymes de la famille des oxydoréductases : l’alcool oxydase (AOX), la 
lactate oxydase (LODP) et la formaldéhyde déshydrogénase (pFDH) pour la détermination, du 
méthanol, de l’acide lactique et du formaldéhyde, respectivement. La méthode de détection était 
commune aux trois capteurs (conductimétrie), de même que le type de transducteur (microélectrodes 
interdigitées en or) et le mode d’immobilisation des enzymes (co-réticulation à l’aide de vapeurs de 
glutaraldéhyde). Nous avons également étudié la combinaison à une deuxième enzyme, la peroxydase 
de raifort (HRP), dans le cas des deux capteurs à oxydases (AOX et LODP), et évalué l’intérêt 
d’ajouter une membrane supplémentaire de Nafion dans le cas du capteur à pFDH.  
 Nous avons montré dans cette étude l’importance du contrôle et de la maîtrise des différentes 
étapes de fabrication des biocapteurs, de la réception de l’enzyme à la mesure, en passant par la 
préparation de la solution enzymatique, sa conservation, le choix des conditions de réticulation, de 
conservation du biocapteur et de mesure. Tous ces paramètres jouent un rôle primordial sur les 
performances des outils analytiques développés, en particulier sur leur temps de réponse, leur 
sensibilité, leur reproductibilité, leur stabilité ou leur sélectivité. 
 Nous avons tout d’abord constaté que des enzymes très sensibles, comme l’AOX, pouvaient 
voir leur activité enzymatique diminuer de manière très sensible avant même leur immobilisation, du 
fait de mauvaises conditions de transport ou d’un mauvais protocole de conservation des solutions 
enzymatiques destinées à être déposées sur le transducteur. Ainsi, nous avons pu montrer que ces 
solutions devaient être divisées en plusieurs aliquotes de manière à éviter les cycles de 
congélation/décongélation à l’origine de l’inactivation progressive de l’enzyme. L’ajout de glycérol, 
agent de cryo-protection, est par ailleurs indispensable et la meilleure conservation est obtenue à -
20°C. Les autres enzymes utilisées telles que la LODP et la pFDH se sont avérées plus robustes et 
peuvent subir plusieurs cycles de congélation/décongélation sans perte sensible d’activité.  
La géométrie des microélectrodes interdigitées, le matériau qui les constitue ainsi que le 
substrat doivent être également convenablement choisis de manière à garantir la meilleure efficacité de 
détection. Dans ce travail, nous avons étudié les performances de trois transducteurs provenant du 
CNM (Barcelone), de l’ISPL (Ukraine) et de la société BVTT (République Tchèque), dont les 
géométries diffèrent soit par la longueur et le nombre de bandes, soit par la distance interdigitale et 
l’épaisseur des bandes, les surfaces sensibles étant respectivement d’environ 0,4 mm2, 1 mm2 et 9 
mm2. L’or a été choisi comme matériau commun pour l’élaboration de la partie sensible des trois 
électrodes. Nous avons montré que les transducteurs de l’IPSL (distance interdigitale et largeur des 
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doigts : 20 μm ; 40 doigts) conduisent aux meilleures sensibilités, en absence comme en présence de la 
membrane enzymatique. Les capteurs du CNM sont moins sensibles. Par ailleurs, ils ne permettent pas 
une bonne accroche de la membrane du fait de la nature de leur substrat (silicium), contrairement aux 
deux autres capteurs réalisés sur substrat céramique. Les capteurs de BVTT, de par leur forte distance 
interbande, présentent une faible sensibilité qu’il n’a pas été possible de compenser par des volumes de 
solution enzymatique plus élevés. 
L’effet de la composition de la biomembrane sur la sensibilité des biocapteurs a ensuite été 
évalué pour chacun des trois biocapteurs. Nous avons tout d’abord observé une augmentation des 
signaux conductimétriques avec la quantité d’AOX ou de pFDH déposée sur les électrodes. Une teneur 
supérieure à 5 % en AOX entraîne cependant un décrochage de la membrane enzymatique, même 
lorsque la quantité de BSA ou le temps de réticulation sont augmentés, alors qu’il est possible 
d’augmenter la teneur en FDH jusqu’à 15 %. Le temps d’exposition optimal des enzymes à la vapeur 
saturée de GA est de l’ordre de 20 à 40 minutes, les valeurs les plus élevées devant être employées 
dans le cas des capteurs bi-enzymatiques (AOX/HRP ou LODP/HRP) ou pour les plus fortes 
concentrations d’enzymes. Des temps de réticulation trop faibles conduisent à la formation d’un réseau 
polymérique insuffisamment dense et provoquent le relargage de l’enzyme. Au contraire, des temps 
trop longs sont à l’origine de changements de conformation de la protéine et de son inactivation. Un 
réseau trop dense limite par ailleurs la diffusion et augmente le bruit de fond. L’ajout de la membrane 
supplémentaire de Nafion, et ceci quelle que soit son épaisseur, augmente le temps de réponse du 
biocapteur à FDH d’environ 10 minutes. Le même phénomène est observé lorsque la HRP est associée 
à l’AOX ou à la LODP. Cependant, une nette augmentation du signal est observée dans les deux cas, 
ce résultat pouvant être attribué soit à l’augmentation de la concentration locale en ions H+ (cas du 
biocapteur à pFDH), soit à l’intervention d’une réaction enzymatique supplémentaire catalysée par la 
HRP et produisant des ions (cas des biocapteurs à oxydases). La proportion HRP/oxydase doit être 
optimisée afin de garantir la meilleure synergie entre les deux enzymes. Nous avons ainsi par exemple 
constaté qu’un rapport massique HRP/LODP de 1:1 conduisait à la sensibilité la plus élevée pour la 
détection des acides D- et L-lactiques. L’ajout de HRP avec un rapport HRP/LODP de 3 :1 provoque 
une forte diminution du signal alors que celui-ci est multiplié par 2, dans les mêmes conditions, pour le 
biocapteur à AOX. L’ajout de nanoparticules d’or ne nous a pas permis d’améliorer les performances 
des biocapteurs de manière satisfaisante. 
Nous avons enfin montré que les mesures conductimétriques doivent être effectuées dans une 
solution de tampon de faible concentration, typiquement 2 à 5 mM. Opérer à des concentrations plus 
faibles entraîne une diminution sensible de la répétabilité des réponses conductimétriques. A 
concentrations élevées, une perte importante de signal est observée. Nous avons par ailleurs constaté 
que le pH optimal de réponse ne coïncide pas avec le pH optimal d’activité de l’enzyme libre. L’ajout 
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de la membrane Nafion, chargée négativement, ou de l’enzyme HRP décale la valeur du pH optimum 
obtenue après simple réticulation.  
Les performances des biocapteurs ont ensuite été déterminées dans les conditions optimales 
ainsi définies. Nous avons pu démontrer les potentialités d’application des deux biocapteurs 
conductimétriques à base de LODP et de pFDH pour la détection du lactate dans les produits laitiers et 
du formaldéhyde dans les eaux. Nous envisageons, par la suite,  une application de ce dernier capteur à 
l’analyse d’échantillons gazeux, et de manière générale, l’intégration des microcapteurs dans des 
cellules à flux ou dans des systèmes microfluidiques pour des analyses en continu et/ou sur site. 
Le tableau C1 compare certaines caractéristiques des biocapteurs développés dans le cas où une 
simple réticulation de l’enzyme est effectuée après dépôt sur le transducteur ainsi que dans les 
conditions de fabrication et de mesure obtenues à l’issue de l’étude d’optimisation. Nous constatons 
que la sensibilité des biocapteurs augmente dans l’ordre AOX<pFDH<LODP, quel que soit le mode 
d’immobilisation, en bonne corrélation avec l’ordre des valeurs de KM apparent  calculées à partir des 
pentes initiales des réponses des biocapteurs (tableau C2). Cet ordre est cependant différent de celui 
des constantes rapportées dans la littérature pour les enzymes libres (AOX< LODP<pFDH) et 
l’amélioration de sensibilité par ajout de HRP ou de Nafion varie en fonction de l’enzyme, le gain 
étant de 2 environ pour l’AOX et la pFDH et de 4 à 5 pour la LODP. L’amélioration des limites de 
détection suit celle de la sensibilité, sauf dans le cas du biocapteur à pFDH pour lequel le bruit de fond 
augmente du même facteur que la sensibilité par ajout de la membrane de Nafion. La valeur des 
constantes apparentes KM apparent  est par ailleurs plus élevée que celle des constantes de Michaelis-
Menten, sauf dans le cas de la LODP où nous obtenons une valeur de KM apparent de 0,17 mM, plus 
faible mais très proche de la valeur de 0,23 mM rapportée dans la littérature pour l’enzyme libre 
(tableau C2). Les vitesses initiales calculées à partir des réponses des biocapteurs à AOX ou pFDH 
suivent l’ordre des VM mesurées sur les enzymes libres (VM AOX> VM pFDH), l’écart étant cependant plus 
important lorsque les enzymes sont immobilisées. Ce résultat peut s’expliquer par une limitation de la 
diffusion du substrat ou des ions formés liée à la présence de la membrane de Nafion. Tous ces 
résultats mettent donc en évidence de fortes perturbations des réactions catalysées par l’AOX, la 
LODP ou la pFDH suite à l’immobilisation de ces enzymes sur les électrodes. Les pertes de sélectivité 
observées pour chacun des biocapteurs (méthanol/éthanol dans le cas de l’AOX, D- et L-lactate pour la 
LOX, formaldéhyde/autres aldéhydes pour la FDH) montrent que l’étape de réticulation et/ou l’ajout 
d’une deuxième enzyme ou de la membrane de Nafion est à l’origine d’une modification de la 
conformation de la protéine, entraînant des changements au niveau du site actif. Ce changement va 
jusqu’à inverser la sélectivité dans le cas formaldéhyde/acétaldéhyde ou D-/L-lactate. Des interactions 
de type électrostatique entre la HRP, chargée globalement positivement à pH neutre, ou le Nafion, 
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polymère porteur de groupements sulfonates, et les trois enzymes de charge globale positive (pI dans 
le tableau C2), peuvent être à l’origine de ces phénomènes. La réticulation des enzymes peut 
également provoquer une modification sensible de leur conformation. 
 Ces hypothèses, ainsi que les mécanismes réellement mis en jeu (et leurs modifications 
éventuelles), restent néanmoins à confirmer. Il serait en particulier intéressant de réaliser des 
expériences supplémentaires afin de caractériser les espèces consommées ou produites et de mesurer 
l’activité des enzymes immobilisées à l’aide d’une autre méthode de détection (ex : 
spectrophotométrie). Il serait également intéressant de caractériser les interactions enzymes/HRP et 
enzymes/Nafion par des techniques spectroscopiques et de pouvoir les relier à certaines 
caractéristiques des enzymes (pI, pKa des acides aminés impliqués au niveau du site actif,…) afin de 
mieux pouvoir prévoir leur comportement ainsi que celui d’autres enzymes que nous pourrions 
envisager par la suite pour l’élaboration de nouveaux biocapteurs. 
  








AOX 5 %  
LODP 5 %  










100 μM (L-lactate) 




AOX 5 %-HRP 15 
%, réticulation 
LODP 5 %-HRP 5 
% , réticulation 










> 6 mM 
> 250 μM 
> 250 μM 
Env 200 mM 
Tableau C1: comparaison de quelques performances des biocapteurs. N.d. : non déterminé 
  







pI 5,87 4,6 6,19 
Substrat  Méthanol L-lactate D-lactate Formaldéhyde 
KM enzyme libre (mM) 




























Tableau C2 : Valeurs des paramètres des différentes enzymes libres ou immobilisées (réticulation par des vapeurs de GA) 
utilisées dans ce travail. Les valeurs sont obtenues pour les enzymes seules, c’est-à-dire sans ajout de la HRP, pour les oxydases mais 
avec ajout de Nafion dans le cas de la pFDH. a Sigma Aldrich  b Ref.15, chap III ; cRef.46, chap.IV. dCe travail
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